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Figure 1: Mécanismes cellulaires ciblés par les différentes familles d'antibiotiques [d'après Walsh, 2000]. 
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SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 
 Parmi les substances médicamenteuses
1
, seuls les antibiotiques sont des molécules 
produites naturellement par les microorganismes des sols. La sécrétion de ces molécules 
favoriseraient la colonisation de leur niche écologique, ou seraient impliqués dans la 
communication au sein des populations [Fajardo et Martinez, 2008]. En 1928, la découverte 
de la pénicilline par Alexander Fleming a ouvert l’ère thérapeutique de ces molécules. Par la 
suite, la production massive d’antibiotiques pour la médecine humaine et vétérinaire a permis 
de soigner et d’éradiquer des infections d’origine bactérienne (i.e tuberculose, syphilis). Ces 
molécules agissent sur plusieurs mécanismes cellulaires impliqués dans la biosynthèse de la 
paroi, de protéines et la réplication de l’ADN. Elles peuvent inhiber la croissance 
bactérienne : effet bactériostatique, ou en provoquant la mort cellulaire : effet bactéricide 
(Figure 1). Pour lutter contre ces effets, les bactéries ont développé des mécanismes de 
résistance « naturelle », retrouvés au sein d’une même espèce, ou de résistance « acquise » 
résultant de transferts horizontaux de gènes entre bactéries et/ou de mutations. L’amélioration 
en santé humaine et animale due à l’usage d’antibiotiques est toutefois responsable de 
l’augmentation de souches bactériennes antibio-résistantes. En 2001, l’Organisation Mondiale 
de la Santé  considère l’émergence de ce phénomène comme un problème majeur en santé 
publique. 
 Les bactéries antibio-résistantes, majoritairement sélectionnées chez les hommes et 
animaux sous traitement antibiotique, vont ensuite être rejetées dans les eaux usées ou sur les 
sols et contaminer les environnements aquatiques. A ce problème s’ajoute aujourd’hui celui 
des rejets de substances médicamenteuses dont les effets sur les environnements aquatiques 
sont encore peu connus. En effet, la contamination simultanée par de faibles concentrations en 
antibiotiques et des bactéries allochtones antibio-résistantes soulève de nombreuses 
interrogations sur la relation entre ces contaminants et le maintien, la sélection et le transfert 
de la résistance aux antibiotiques au sein des communautés autochtones des hydrosystèmes. 
                                                 
1
 Dans ce manuscrit, le terme « substance médicamenteuse » défini un composé avec un principe actif alors que 
le terme de « résidu médicamenteux » désignera un composé rejeté dans l’environnement à la suite de sa 
métabolisation complète ou partielle par l’organisme traité. 
  
Tableau 1: Niveaux 1 et 2 du classement ATC (Anatomique, Thérapeutique, Chimique) pour la médecine 
humaine (OMS, 2009). 
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1. Bilans des consommations en médecines humaine et vétérinaire 
1.1. Les substances médicamenteuses 
A l’échelle mondiale, près de 80% de la production pharmaceutique est consommée par 
l’Europe, l’Amérique du Nord et le Japon qui ne représentent que 15% de la population totale 
[Rapport de l’académie nationale de pharmacie, 2008]. Afin de faire un bilan de la 
consommation en substances médicamenteuses, l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) a 
défini une classification ATC (Anatomique, Thérapeutique, Chimique) qui différencie les 
composés pharmaceutiques en fonction de leurs cibles d’action (organe) et de leurs 
caractéristiques thérapeutiques et/ou chimiques (Tableau 1). Cette classification repose sur 
cinq niveaux de codification, ainsi, le code J01CA04 informe qu’il s’agit d’un agent anti-
infectieux (J), anti-bactérien à usage systémique (J01) appartenant à la famille des bêta-
lactamines (J01C), plus précisément une pénicilline à spectre large (J01CA) : l’amoxicilline 
(J01CA04). 
 A l’exception des antibiotiques dont la consommation a été estimée entre 100 000 et 
200 000 tonnes par an à l’échelle mondiale [Wise, 2002], aucun bilan quantitatif de la 
consommation des substances médicamenteuses en médecine humaine n’est accessible. Seuls 
des bilans en chiffre d’affaires (milliards de dollars) sont disponibles mais ces données sont 
peu informatives car les législations varient selon les pays, et le chiffre d’affaires n’est pas 
toujours proportionnel à la quantité consommée. Ainsi, le Doliprane
®
 (antalgique), 
médicament le plus utilisé en France est classé 8
e
 en chiffre d’affaires [AFFSAPs, 2011]. 
Dans le cas des antibiotiques, ces molécules sont en vente libre aux Etats-Unis (i.e 
ciprofloxacine, amoxicilline) alors qu’elles nécessitent une prescription médicale en France. 
 En France, l’AFSSAPs (2007) a classé les médicaments en termes de chiffres 
d’affaires. Ainsi, les coûts les plus importants sont dus aux ventes de 9 catégories de 
médicaments : les substances agissant sur le système rénine-angiotensine, sur la régulation de 
lipides dans le sang, sur les troubles de l’acidité gastrique, sur les syndromes obstructifs des 
voies aériennes, auxquels s’ajoutent les analgésiques, les psycholytiques, les hypnotiques et 
les antibiotiques. En 2011, une classification de 3000 substances médicamenteuses délivrées 
dans les hôpitaux et les pharmacies a permis d’identifier l’importance économique de 50 
molécules liées à leurs coûts et leurs consommations (Tableau 2). Dans ce classement un seul 
antibiotique (Pristinamycine, Pyostacine
®
) est retrouvé. 
  Alors qu’en médecine humaine, de nombreuses substances médicamenteuses 
appartenant à des catégories différentes sont prescrites : antibiotiques, anti-cancéreux,
  
Tableau 2: Liste des produits vendus dans les pharmacies en 2009 en valeur (millions de dollars) et en 
quantités (tonnes) [Affsaps, 2011]. 
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anti-dépresseurs, régulateurs de lipides sanguins. En médecine vétérinaire, les antibiotiques 
sont les molécules majoritairement préscrites. 
 
1.2. Les antibiotiques 
La Grèce, la France, l’Italie, la Belgique et la Pologne sont les cinq pays européens 
consommant des doses définies journalières (DDJ) d’antibiotiques en ville supérieures à 20 
DDJ pour 1000 habitants (Tableau 3). En France, les régions du Nord – Pas de Calais, de la 
Picardie et de la Champagne-Ardenne consomment le plus d’antibiotiques avec des doses 
journalières supérieures à 32 pour 1000 habitants (Figure 2). La Haute-Normandie, où sera 
localisée l’étude présentée dans cette thèse, appartient aux régions qui consomment 
également de grandes quantités d’antibiotiques avec des doses comprises entre 30 et 32 DDJ 
pour 1000 habitants. Dans les hôpitaux français, les consommations sont plus faibles avec 
des doses journalières qui ont diminué de 2,8 à 2,2 DDJ de 1999 à 2009 (Tableau 4).  
 En médecine vétérinaire, à partir de l’extrapolation des données de consommation et 
des densités d’animaux d’élevage de sept pays (Danemark, France, Finlande, Allemagne, 
Suède, Pays-Bas et Royaume-Uni), Kools et al (2008) ont estimé les quantités des trois 
catégories de substances médicamenteuses majoritairement utilisées à l’échelle des 25 pays 
dans la communauté européenne : 5393 tonnes d’antibiotiques (96,4%), 194 tonnes de 
substances anti-parasitaires (3,5%) et 4,6 tonnes d’hormones (0,1%). Toutefois, des molécules 
sont spécifiquement prescrites dans certains pays, ainsi, en Suède et au Royaume-Uni, il faut 
ajouter 221 tonnes de substances pour traiter les problèmes gastriques et métaboliques, 120 
tonnes pour les maladies du système nerveux central, 60 tonnes pour le traitement des 
maladies hématopoïétiques et 52 tonnes pour les troubles musculo-squelettiques. 
En 11 ans, une diminution de 1330 tonnes (1999) à 1014 tonnes (2010) d’antibiotiques 
vendus a été observée pour la médecine vétérinaire en France [ANSES, 2010]. Cette 
diminution importante s’explique par l’interdiction de l’utilisation d’antibiotiques comme 
facteur de croissance en Europe depuis 2006. Aujourd’hui, les tétracyclines (46,54%) et les 
sulfamides (17,16%) sont les familles les plus utilisées pour traiter les bovins, les porcins, les 
animaux domestiques (chats, chiens) ou encore les poissons (pisciculture) [ANSES, 2010]. Le 
poids vif
2
 des bovins traités a évolué entre 1999 et 2010 selon les familles d’antibiotiques 
(Tableau 5). Ainsi, les poids vifs traités aux fluoroquinolones, macrolides et tétracyclines ont 
augmenté alors que ceux aux aminosides et des pénicillines ont diminué en 10 ans.
                                                 
2
 Poids de l’animal sur pied à jeun depuis la veille 
  
Tableau 3: Comparaison des consommations en antibiotiques de ville dans plusieurs pays européens. Dose 
Définie Journalière par 1000 habitants et par jour (DDJ/1000H/J) [Affsaps, 2011]. 
 
Synthèse Bibliographique 
13 
 
 
 
 
Figure 2: Répartition des consommations en antibiotiques dans les régions de France métropolitaine 
[Affsaps, 2011]. 
 
  
Tableau 4: Evolution de la consommation des principales classes d’antibiotiques utilisés à l’hôpital 
(classification ATC) en Dose Définie Journalière par 1000 habitants et par jour (DDJ/1000H/J) [Affsaps, 
2011]. 
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2. Devenir des résidus médicamenteux dans les environnements aquatiques 
 Dans les environnements aquatiques, six catégories de résidus médicamenteux sont 
principalement retrouvées : (i) analgésiques et anti-inflammatoires, (ii) antibiotiques, (iii) 
régulateurs de lipides, (iv) anti-épileptiques, anti-cancéreux, anti-dépresseurs, (v) β-bloquants, 
(vi) stéroïdes et dérivés hormonaux [Nikolaou et al., 2007]. La contamination des 
environnements aquatiques par les molécules les plus consommées et correspondant aux 3 
premières catégories ont fait l’objet de nombreuses études dans les eaux usées, eaux 
souterraines, eaux de surface ou eaux potables [Revue Santos et al., 2010]. En 1991, Hollis 
évalue la vulnérabilité des eaux de surface à la contamination chimique par des pesticides en 
discriminant 4 classes de molécules en fonction de leur temps de demi-vie (DT50) dans l’eau : 
non persistantes (DT50 < 5 jours), peu persistantes (DT50 = 5 – 21 jours), persistantes (DT50 = 
22 – 60 jours), très persistantes (DT50 > 60 jours). Cette classification a ensuite été adaptée 
pour les résidus médicamenteux dans l’eau. 
  
2.1. Origine et sources de contamination 
L’origine de la contamination de l’environnement par des résidus médicamenteux est la 
conséquence des usages en médecine humaine et des pratiques vétérinaires, en fonction des 
législations en vigueur. Une fois consommées, ces molécules sont excrétées sous formes peu 
métabolisées via l’urine et les matières fécales [Christian et al., 2003]. Par la suite, la 
contamination des eaux de surface s’effectuera par des effluents traités de stations 
d’épurations (sources ponctuelles) ou des ruissellements et/ou lessivages des sols (sources 
diffuses) (Figure 3). L’occurrence de résidus médicamenteux dans les sources diffuses 
dépendra alors de l’usage des sols (pâturage, épandage, zone urbanisée) du bassin versant3 et 
de la pluviométrie, elle-même dépendante des caractéristiques climatiques de la zone étudiée. 
La contamination par des effluents de stations d’épurations (STEPs) sera fonction de la 
capacité, du type de traitements des eaux usées, et leur capacité à traiter des apports 
importants d’effluents non traités lors d’évènements orageux (réseau non séparatif). A ces 
deux types de sources peuvent s’ajouter des rejets non maîtrisés ou accidentels d’usines de 
production de produits pharmaceutiques et des connexions éventuelles aux piscicultures 
[Jiménez et al., 2012]. 
 
                                                 
3
 Portions de territoire délimitées par des lignes de crêtes où tous les écoulements aboutissent vers le même 
exutoire 
  
 
 
Tableau 5 : Evolution du poids vif traité par famille d’antibiotiques entre 1999 et 2010 pour l’espèce bovine [ANSES, 2010]. 
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Figure 3: Schéma des sources possibles et des voies de contamination des substances médicamenteuses 
dans les environnements aquatiques. L’épaisseur des flèches est fonction de l’importance des contributions en 
contaminants à l’environnement.  
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Figure 4: Schéma des traitements des effluents bruts dans une station d'épuration, et processus 
responsables de la dégradation ou du piégeage des résidus médicamenteux pour chaque étape. Selon les 
STEP, le traitement tertiaire n’est pas toujours réalisé.  
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2.2. Impact des rejets de stations d’épurations 
 Dans les STEPs, le devenir des résidus médicamenteux est dépendant de différents 
paramètres : la température, le pH, la biodégradation ou encore le temps de rétention solide 
qui correspond à la durée moyenne des boues activées dans le système [Radjenović et al., 
2009]. Les traitements exercés sur les eaux usées dans les stations d’épurations sont à 
l’origine de plusieurs processus qui influencent le devenir des résidus médicamenteux: 
photolyse, adsorption, isomérisation/épimérisation, hydrolyse, biodégradation. Avant son 
entrée dans une station d’épuration, une molécule pourra être hydrolysée (i.e β-lactamines), 
non associée (i.e quinolones, fluoroquinolones) ou associée à des matières organiques 
(macrolides, tétracyclines) dans les eaux usées (Figure 4). Lors du pré-traitement et du 
traitement primaire, certaines molécules seront piégées dans les boues lors de la clarification 
des matières (i.e propanolol, acide méfénamique). Lors du traitement biologique, certaines 
molécules pourront être dégradées (i.e aténolol, métoprolol) et certaines seront remises en 
solution après dégradation de la matière organique (i.e macrolides après la dégradation de la 
bile). Lors d’un traitement tertiaire, l’ozonation induira la production de métabolites pouvant 
être plus toxiques que les composés initiaux (i.e oxytétracycline). Le traitement aux ultra-
violets sera également à l’origine de la dégradation photolytique des molécules (i.e 
quinolones, fluoroquinolones). 
2.3. Occurrence et persistance des résidus médicamenteux 
 L’évaluation de la contamination en résidus médicamenteux dépend des méthodes 
analytiques et des propriétés physico-chimiques qui influencent le devenir de ces molécules 
une fois rejetées dans l’eau. Dans la bibliographie, les variations de concentrations en résidus 
médicamenteux s’expliquent par l’origine de l’échantillon. Elles sont maximales à proximité 
des rejets de stations d’épuration (STEP) (dizaine de microgramme par litre), des effluents 
hospitaliers (centaine de microgramme par litre) et de rejets d’usines de production 
pharmaceutiques (centaine de microgramme au milligramme par litre) alors que dans les 
rivières, des concentrations beaucoup plus faibles sont observées, de l’ordre de la dizaine de 
nanogramme par litre (Tableau 6) [Larsson et al., 2007 ; Li et al., 2008a]. 
Les seuils de détection et de quantification des substances médicamenteuses reportés dans la 
bibliographie varient de 1ng.L
-1
 à 300µg.L
-1
 et sont dépendants du pré-traitement des 
échantillons (extraction en phase solide, extraction accélérée par solvant) et des méthodes 
analytiques utilisées [Hirsch et al., 1999 ; Zuccato et al., 2010 ; Miao et al., 2004 ; Brown et 
al., 2006 ; Gómez et al., 2006 ; Watkinson et al., 2009]. Le prélèvement (ponctuel, moyenné), 
  
Tableau 6: Concentrations en résidus médicamenteux en fonction de l’origine de l’échantillon et de la 
méthode d’analyse. 
Catégorie Molécule Echantillon 
Concentration 
Min - Max 
(µg.L-1) 
Méthodologie 
utilisée 
Référence 
Analgésique / 
anti-inflammatoire 
     
 
Diclofenac 
 
 
Hôpital (75 lits) 
STEP (brut) 
STEP (traité) 
0,06 – 1,9 
0,9 – 1,0 
0,7 – 5,5 
LC/ESI-MS/MS 
HPLC/ESI-MS/MS 
GC - MS 
Gomez, 06 
Roberts., 06 
Andreozzi., 03 
 
Ibuprofen 
 
Hôpital (effl.) 
STEP (brut) 
STEP (traité) 
1,5 – 151 
7,8 – 33 
0,02 – 7,11 
LC/ESI-MS/MS 
HPLC/ESI-MS/MS 
GC-MS 
Gomez., 06 
Roberts., 06 
Andreozzi., 03 
 Paracétamol STEP (brut) 5,5 – 69,5 HPLC-ESI-MS/MS Roberts, 06 
Antibiotiques      
 β-lactamines     
 
Amoxicilline 
 
Hôpital (-) 
Rivière (-) 
0,9
a 
0,02a 
HPLC-MS/MS 
HPLC-MS/MS 
Watkinson, 09 
Watkinson, 09 
 Cloxacilline 
STEP (brut) 
STEP (traité) 
4,6
a
 
0,7
a
 
HPLC-MS/MS 
HPLC-MS/MS 
Watkinson, 09 
Watkinson, 09 
 Sulfamides     
 
Sulfaméthoxazole 
 
Hôpital (effl.) 
Hôpital (effl.) 
Rivière (7) 
12,8
a
 
0,4 – 2,1 
0,04
a
 
LC-MS 
HPLC-MS/MS 
LC-MS/MS 
Lindberg, 04 
Brown, 06 
Tamtam, 08 
 Sulfapyridine STEP (traité) 0,02
a
 LC/ESI-MS/MS Miao, 04 
 Fluoroquinolones     
 
Ciprofloxacine 
 
STEP (brut) 
STEP (traité) 
0,31
b
 
0,31
b
 
LC/ESI-MS 
LC/ESI-MS 
Karthikeyan, 06 
Karthikeyan, 06 
 Ofloxacine Hôpital (-) 7,6 LC-MS Lindberg, 04 
 Tétracyclines     
 
Tétracycline 
 
 
STEP (traité) 
STEP (traité) 
Rivière (-) 
nd 
0,15 
nd 
LC-MS/MS 
LC/ESI-MS/MS 
LC-MS/MS 
Hirsch, 99 
Miao, 04 
Hirsch, 99 
 Macrolides     
 
Erythromycine 
 
Hôpital (75 lits) 
STEP (brut) 
0,01– 0,03 
0,07 – 0,1 
LC/ESI-MS/MS 
HPLC/ESI-MS/MS 
Gomez, 06 
Roberts., 06 
 Josamycine     
β-bloquants      
 Metoprolol STEP (traité) 0,08 – 2,2 LC-MS Andreozzi, 03 
 
Propanolol 
 
 
Hôpital (75 lits) 
STEP (brut) 
STEP (traité) 
0,2 – 6,5 
0,07 – 0,2 
0,01 – 0,3 
LC/ESI-MS/MS 
HPLC/ESI-MS/MS 
LC-MS 
Gomez, 06 
Roberts, 06 
Andreozzi., 03 
Anti-épileptique      
 Carbamazépine 
Hôpital (75 lits) 
STEP (traité) 
0,01– 0,07 
0,9 – 6,3 
LC/ESI-MS/MS 
LC-MS 
Gomez, 06 
Andreozzi., 03 
Anti-cancéreux      
 
Ifosfamide 
 
 
 
Hôpital (-) 
STEP (brut) 
STEP (traité) 
Rivière (-) 
nd – 1,9 
nd – 0,03 
nd – 0,04 
0,0006 – 0,001 
GC-MS 
GC-MS 
GC-MS 
GC-MS 
Kümmerer, 97 
Kümmerer, 97 
Kümmerer, 97 
Kümmerer, 10 
Régulateur de 
lipides 
     
 Bezafibrate Rivière (-) 0,05
b
 GC-MS Metcalfe, 03 
Dérivés 
hormonaux 
     
 
17-α-
Ethinylestradiol 
Rivière (-) 0,1 – 0,13 HPLC/ESI-MS Brossa, 05 
a
 : Valeur maximale uniquement ; 
b
 : Valeur moyenne ; nd : non détecté ; (-) : nombre de lits ou ordre de rivière 
non déterminés 
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les techniques de prélèvement (seringues, seau, bouteilles), le volume prélevé, le contenant 
(verre, plastique), la technique de conservation (congélation, lyophilisation) et la méthode 
d’extraction (extraction accélérée par solvant, extraction en phase solide) sont autant de 
paramètres qui vont influencer l’analyse d’un échantillon [Thèse M.J Capdeville]. Au 
contraire, les techniques de chromatographie en phase gazeuse (GC) et en phase liquide (LC) 
couplées à la spectrométrie de masse simple (MS) ou en tandem (MS/MS) sont souvent 
utilisées quels que soient les échantillons. Néanmoins en 2004, Zwiener et Frimmel 
démontrent que la méthode analytique LC-MS et ses dérivées (HPLC-MS, RRLC-MS) sont 
plus appropriées que l’approche GC-MS pour la détection d’un grand nombre de résidus 
médicamenteux, y compris leurs métabolites et leurs produits de transformation. 
Les substances médicamenteuses prescrites en santé humaine et animale sont 
majoritairement des composés organiques. La biodégradation (processus biotique) et la 
thermolyse, l’hydrolyse, la photolyse, l’adsorption (processus abiotiques) expliquent leur 
persistance dans les eaux. Ainsi, les propriétés physico-chimiques de ces molécules seront 
déterminantes pour comprendre leur devenir dans l’environnement aquatique. Quatre 
paramètres caractérisent le comportement des résidus médicamenteux dans les eaux : le 
coefficient de partitionnement (Kow) entre l’octanol et l’eau qui évalue le caractère lipophile, 
la constante d’acidité (Ka), le coefficent de partage (Koc) et la solubilité (Tableau 7) [Jiménez 
et al., 2012]. Le processus d’adsorption aux particules minérales ou organiques (biofilms) est 
dépendant du coefficient de partage (Koc), alors que la bioaccumulation dans les tissus est 
favorisée par un coefficient de partitionnement (log Kow) positif et élevé [Wunder et al., 2011] 
(Tableaux 8 et 9).  
Tableau 7: Principaux coefficients impliqués dans le devenir des résidus médicamenteux 
Paramètre Coefficient Utilisation 
Coefficient de 
partitionnement 
log (Ko/w) 
Caractère hydrophile ou lipophile d’un composé : une 
valeur élevée et positive correspond à un composé 
fortement lipophile. 
Coefficient de 
partage 
Koc 
Détermine la répartition d’un composé entre l’eau et un 
solide. Ce coefficient est dépendant des propriétés 
physico-chimiques du composé et de la teneur en 
carbone organique du solide 
Solubilité - 
Concentration maximale d’un composé qui peut-être 
dissout ou dissocié dans un solvant (ex : eau) 
Constante 
d’acidité 
Ka 
Caractérise la forme ionique du composé dans le milieu 
qui affectera ses propriétés d’interaction et/ou de toxicité 
  
Tableau 8 : Coefficient de partitionnement des substances médicamenteuses à caractère lipophile 
Catégorie Classe Molécule Log Kow Référence 
Analgésique / anti-inflammatoire     
  
Diclofenac 
 
1,90 
4,54 
Scheytt et al., 2005 
Chem Spider
1
 
  
Ibuprofen 
 
2,80 
3,50 
Scheytt et al., 2005 
Chem Spider
1
 
  Propyphenazone 2,02 Scheytt et al., 2005 
  Paracétamol 0,48 Chem Spider1 
Antibiotique β-lactamines    
  Amoxicilline 0,62 Sci Finder2 
  Ampicilline 1,35 Sci Finder2 
  Cloxacilline 2,53 Sci Finder
2 
  Dicloxacilline 3,02 Sci Finder2 
  Oxacilline 2,05 Sci Finder2 
  Pénicilline V 1,87 Sci Finder2 
  Pénicilline G 1,67 Sci Finder2 
  Cefotaxime 1,20 Sci Finder
2
 
  Cefpodoxime 0,94 Sci Finder2 
 Sulfamides    
  Sulfaméthoxazole 0,89 Sci Finder2 
  Sulfapyridine 0,03 Sci Finder
2 
  Sulfadiméthoxine 1,48 Sci Finder
2 
 Fluoroquinolones    
  Ciprofloxacine 1,31 Sci Finder
2
 
  Difloxacine 3,68 Sci Finder2 
 Tétracyclines    
  Mélocycline 0,24 Sci Finder2 
 Macrolides    
  Oléandomycine 1,23 Sci Finder
2
 
  Josamycine 3,97 Sci Finder2 
 Phénicols    
  Chloramphénicol 1,08 Sci Finder2 
β-bloquants     
  Metoprolol 1,79 Sci Finder
2
 
  Propanolol 3,10 Sci Finder2 
  Bisoprolol 2,14 Sci Finder2 
Anti-épileptique     
  Carbamazépine 1,51 Scheytt et al., 2005 
Anti-cancéreux     
  Ifosfamide 0,23 Sci Finder2 
  Tamixofen 7,89 Sci Finder2 
Anti-rétroviraux 
Inhibiteur 
nucléosidique 
   
  Abacavir 0,72 Sci Finder
2
 
 
Inhibiteur non 
nucléosidique 
   
  Efavirenz 4,84 Sci Finder
2
 
 
Inhibiteur de 
protéase 
   
  Ritonavir 5,28 Sci Finder
2
 
Dérivés hormonaux     
  β-estradiol 4,15 Chem Spider1 
1
 http://www.cas.org  
2
 http://www.chemspider.com
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Tableau 9 : Coefficient de partitionnement des substances médicamenteuses à caractère hydrophile. 
Catégorie Classe Molécule Log Kow Référence 
Antibiotique β-lactamines    
  Méropènème -3,13 Sci Finder 
 Sulfamides    
  Sulfacétamide -0,96 Sci Finder 
  Sulfadiazine -0,12 Sci Finder 
  Sulfanilamide -0,72 Sci Finder 
 Tétracyclines    
  Tétracycline -1,47 Sci Finder 
  Oxytétracycline -1,50 Sci Finder 
  Doxycycline -0,54 Sci Finder 
  Chlortétracycline -0,32 Sci Finder 
 Aminosides    
  Amikacine -3,34 Sci Finder 
  Kanamycine -2,58 Sci Finder 
  Streptomycine -2,53 Sci Finder 
     
 Phénicols    
  Florfénicol -0,12 Sci Finder 
  Thiamphénicol -0,27 Sci Finder 
Anti-cancéreux     
  Fluorouracile -0,78 Sci Finder 
Anti-rétroviraux 
Inhibiteur 
nucléosidique 
   
  Zalcitabine -1,30 Sci Finder 
  Didanosine -1,33 Sci Finder 
  Stavudine -0,86 Sci Finder 
  
Tableau 10: Processus de dégradation et temps de demi-vie (T1/2) des antibiotiques dans les environnements aquatiques. 
Famille Molécule 
Processus de dégradation du composé 
T1/2 (min) 
Conditions 
expérimentales 
Référence 
Photolyse Hydrolyse Adsorption Biodégradation Thermolyse 
Fluoroquinolones          
 
Ciprofloxacine 
 
 
 
++ 
NA 
NA 
NA 
- 
NA 
NA 
NA 
NA 
+ 
+ 
+ 
- 
- 
NA 
- 
- 
NA 
NA 
NA 
1,80
a
 – 8,82b 
NA 
NA 
NA 
Microcosme 
Microcosme 
In situ 
Microcosme (Biofilm) 
Ge et al., 10 
Githinji et al., 10 
Giger et al., 03 
Wunder et al., 11 
 Ofloxacine NA NA + NA NA 4896
c
 – 18576d Microcosme Xu et al., 09 
 Danofloxacine ++ - NA - - 1,76
a
 – 7,84b Microcosme Ge et al., 10 
 Levofloxacine + - NA - - 8,94
a
 – 42,2b Microcosme Ge et al., 10 
 Norfloxacine NA NA + NA NA NA In situ Giger et al., 03 
 Sarafloxacine ++ - NA - - 2,34
a
 – 11,5b Microcosme Ge et al., 10 
 Difloxacine ++ - NA - - 2,22
a
 – 10,5b Microcosme Ge et al., 10 
 
Enrofloxacine 
 
++ 
++ 
- 
NA 
NA 
NA 
- 
NA 
- 
NA 
1,25
a
 – 6,11b 
NA 
Microcosme 
Microcosme 
Ge et al., 10 
Knapp et al., 05 
 Gatifloxacine + - NA - - 11,0
a
 – 51,8b Microcosme Ge et al., 10 
 Balofloxacine + - NA - - 12,5
a
 – 58,0b Microcosme Ge et al., 10 
Sulfamides          
 Sulfaméthazine NA NA +/- NA NA NA Microcosme Gao et Pedersen, 05 
 
Sulfaméthoxazole 
 
NA 
NA 
NA 
NA 
+/- 
+ 
NA 
NA 
NA 
NA 
NA 
21168
c
 – 20880d 
Microcosme 
Microcosme 
Gao et Pedersen, 05 
Xu et al., 09 
 Sulfapyridine NA NA +/- NA NA NA Microcosme Gao et Pedersen, 05 
β-lactamines          
 
Amoxicilline 
 
NA 
NA 
++ 
NA 
NA 
+/- 
+/- 
- 
NA 
NA 
NA 
NA 
Microcosme 
Microcosme 
Längin et al., 09 
Githinji et al., 10 
 Piperacilline NA ++ NA - NA NA Microcosme Längin et al., 09 
 Pénicilline G NA NA NA +/- NA NA Microcosme Al-Ahmad et al., 99 
Macrolides          
 Roxithromycine NA NA + NA NA 9648
c
 – 41760d Microcosme Xu et al., 09 
 Erythromycine NA NA + NA NA 10512
c
 – 25920d Microcosme Xu et al., 09 
 Azithromycine + NA NA NA NA NA In situ / Microcosme Tong et al., 11 
Tétracyclines          
 Tetracycline NA NA + - NA NA Microcosme Kim et al., 05 
 Chlorotétracycline NA NA + - NA NA Microcosme Kim et al., 05 
 Doxycycline NA NA + - NA NA Microcosme Kim et al., 05 
 Oxytétracycline NA NA + - NA NA Microcosme Kim et al., 05 
a
 période estivale; 
b
 période hivernale; 
c 
condition dynamique; 
d
 non dynamique; 
++, +, +/-
 : intensité du processus de dégradation ; - : absence de dégradation ; NA : non analysé 
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2.4. Devenir des antibiotiques 
 Dans les environnements aquatiques, le devenir des antibiotiques est différent selon la 
famille de molécules. Des études in situ et des expérimentations en microcosme (eaux, 
sédiments) ont permis d’identifier cinq processus responsables de la dégradation et/ou de 
l’élimination des molécules d’antibiotiques: biodégradation, thermolyse, hydrolyse, 
adsorption et photolyse (Tableau 10). Ce dernier processus étant amplifié en présence 
d’acides humiques jouant un rôle de photosensibilisateurs [Tong et al., 2011]. L’adsorption 
est le processus qui permettra l’association des résidus d’antibiotiques aux particules et ainsi 
leur accumulation dans les sédiments ou le piègeage dans les boues activées. 
2.4.1. Les β-lactamines 
 La famille des β-lactamines sont des molécules naturelles ou hémi-synthétiques qui 
inhibent la synthèse de la paroi bactérienne [Kohanski et al., 2010]. Dans l’eau, cette famille 
d’antibiotiques est rarement détectée, l’hydrolyse étant responsable de leur dégradation et leur 
perte d’activité (Tableau 10) [Längin et al., 2009]. Les produits d’hydrolyse (i.e amoxicilline) 
pourront être transformés par biodégradation (clivage du groupement phénol) pour ensuite 
être biominéralisés (Figure 5). Toutefois, une autre voie de transformation de l’amoxicilline 
impliquant une hydrolyse et des réactions d’épimérisation, générant quatre produits de 
dégradation, serait possible lors du traitement des eaux usées de stations d’épurations [Pérez-
Parada et al., 2011] (Figure 6). Lors de ces traitements, une faible proportion de molécules 
s’adsorbe aux boues activées. Ainsi, dans les eaux usées, des expérimentations en microcosme 
ont démontré que seules 4% des molécules d’amoxicilline s’adsorbaient aux argiles, aux 
composés organiques (e.g tryptone) et aux cations divalents (magnésium, zinc) quelle que soit 
la valeur de pH [Githinji et al., 2010]. 
2.4.2. Les sulfamides 
 La famille des sulfamides sont des molécules synthétiques qui inhibent la synthèse de 
l’acide tétrahydrofolique, molécule précurseur de la synthèse de l’ADN [Kohanski et al., 
2010]. Une fois consommées, les sulfamides sont excrétées par l’organisme sous forme non 
altérée ou acétylée [Göbel et al., 2005]. Lors des traitements biologiques des STEPs, ces 
métabolites acétylés pourront à nouveau être transformés en molécules « mère » [Göbel et al., 
2007]. Ce phénomène explique la grande variabilité des concentrations en sulfaméthoxazole 
observées entre l’entrée et la sortie d’une STEP par Göbel et al. (2007).  
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Figure 5 : Voie de transformation potentielle de l’amoxicilline [adaptée de Längin et al., 2009]. 
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L’adsorption dans l’eau est le processus le plus étudié pour la famille des sulfamides,   
molécules non hydrolysées dans l’eau (Tableau 10). L’adsorption de la sulfaméthazine, 
sulfaméthoxazole, sulfapyridine sur deux argiles (Montmorillonite et kaolinite) est contrôlée 
par le pH, la force ionique, et la densité de charge de la molécule et à la surface de la particule 
[Gao et Pedersen, 2005]. En utilisant un canal annulaire simulant les processus de 
dépôt/érosion, Xu et al (2009) ont montré qu’une grande quantité de sulfaméthoxazole était 
libérée dans la phase aqueuse, due à son faible coefficient de partage (Koc), expliquant une 
meilleure affinité pour l’eau de cette molécule [Kümmerer, 2009 ; Massey et al., 2010]. 
2.4.3. Les tétracyclines 
 Les tétracyclines sont des molécules naturelles et hémi-synthétiques qui inhibent la 
traduction en se fixant sur la sous-unité 30S du ribosome [Kohanski et al., 2010]. 
L’adsorption est le processus majoritaire qui influence le devenir de cette famille de 
molécules (Tableau 10). Les tétracyclines ont des propriétés importantes d’adsorption et 
peuvent se complexer avec les cations divalents, Ca
2+ 
et Mg
2+
. Toutefois, les acides humiques 
peuvent altérer leurs propriétés de surface et inhiber ce processus [Christian et al., 2003]. 
Lorsque le pH est modifié, la spéciation des tétracyclines change et engendre une désorption 
des résidus qui deviennent à nouveau biodisponibles (Figure 7). Dans une étude en 
microcosme, la faible bioaccumulation de l’oxytétracycline dans les moules (Mytilus edulis) 
indique que cet antibiotique s’adsorbe peu aux tissus, en raison de son caractère hydrophile 
déterminé par sa valeur de coefficient de partitionnement (log Kow) [Le Bris et Pouliquen, 
2004]. 
Dans les stations d’épurations, l’élimination de cette famille de molécules est fonction 
du temps de rétention solide et de la température. Pour un temps de rétention de 14h, la 
concentration en oxytétracycline est diminuée de 38%, consécutive à une dégradation en α-
apo-oxytétracycline et β-apo-oxytétracycline générée lors de l’ozonation [Li et al., 2008a]. 
Une étude en bioessai chez Vibrio fischeri a montré une toxicité plus élevée de ces molécules 
[Li et al., 2008b]. 
2.4.4. Les quinolones et fluoroquinolones 
 Les quinolones (1
ère
 génération) et fluoroquinolones (quinolones de 2
e
 et 3
e
 
générations) sont des molécules synthétiques qui se fixent sur l’ADN gyrase, enzyme 
essentielle pour la synthèse de l’ADN [Kohanski et al., 2010]. Les 
quinolones/fluoroquinolones, composés stables, sont des contaminants ubiquitaires de l’eau 
de surface [Hirsch et al., 1999 ; Lindberg et al., 2004 ; Brown et al., 2006 ; Watkinson et al., 
  
 
 
 
Figure 6 : Voies majoritaires de transformations potentielles de l’amoxicilline après hydrolyse [d’après 
Pérez-Parada et al., 2011]. 
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2009]. La plus grande stabilité des quinolones/fluoroquinolones dans l’eau comparée aux 
autres familles d’antibiotiques s’explique par une absence de biodégradation. Ainsi, une étude 
en microcosme démontre que la ciprofloxacine reste stable en présence de bactéries du genre 
Rhodococcus spp
4
 [Githinji et al., 2010]. Dans la zone euphotique de l’eau, la photolyse sera 
le processus majoritairement impliqué dans la dégradation de ces composés (Tableau 10). 
Toutefois, la réaction de photolyse sera partiellement ou totalement inhibée en fonction de la 
concentration en acides humiques, en carbone organique dissous et particulaire, en ions 
chlorure, ferriques ou bromures [Ge et al., 2010 ; Knapp et al., 2005]. 
Dans l’environnement aquatique, l’adsorption est un processus déterminant sur le 
devenir des quinolones/fluoroquinolones. La spéciation (Figure 8) et la structure de ces 
molécules favorisent l’adsorption aux biofilms comme le démontre une étude sur la 
ciprofloxacine en bioréacteur [Wunder et al., 2011]. Dans des rivières impactées par des rejets 
de stations d’épurations, les quinolones (ciprofloxacine, ofloxacine) sont non seulement 
détectées dans l’eau mais aussi dans les sédiments à des concentrations élevées [Massey et al., 
2010]. Les valeurs de coefficients de partage (Koc) élevées expliquent la forte adsorption des 
composés aux particules (de 233L.Kg
-1
 à 5548L.Kg
-1
). Des expériences menées en canal 
annulaire simulant les processus de dépôt/érosion à l’interface eau-sédiment ont permis 
d’étudier la distribution de l’ofloxacine entre ces deux compartiments en conditions 
dynamique et quiescente (non dynamique). Xu et al. (2009) montre que l’adsorption des 
antibiotiques aux sédiments est un processus rapide (30 min). La concentration en ofloxacine 
dans le sédiment évolue de 0 ng.g
-1
 (t0) à 3,7 µg.g
-1
 (t30) en condition dynamique et 1,9 µg.g
-1
 
en condition quiescente. L’ofloxacine est retrouvée jusqu’à environ 3 cm de profondeur dans 
le sédiment où elle persiste avec un temps de demi-vie de 21,4 jours. Les 
quinolones/fluoroquinolones, qualifiées de contaminants persistants selon la classification de 
Hollis (1991), ont été détectées dans une carotte sédimentaire d’un fleuve fortement 
anthropisé (Seine, France) qui datent de 50ans [Tamtam et al., 2011]. Dans les STEPs, la 
photolyse par les traitements ultra-violets et l’adsorption lors des traitements des eaux usées 
seront les deux processus majeurs impliqués dans la dégradation et/ou élimination par 
piégeage dans les boues de ces composés (Tableau 10). 
                                                 
4
 Genre bactérien majoritairement utilisé pour les tests de biodégradation de molécules 
  
 
 
 
 
Figure 7 : Spéciation de la tétracycline en fonction du pH [d’après Gu et al., 2007]. 
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Figure 8: Spéciation des molécules de ciprofloxacine  en fonction du pH [d’après Wunder et al., 2011]. 
CIP
+
, CIP
2+
 : formes cationiques de la ciprofloxacine. 
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En absence de photolyse, l’adsorption devient le processus majoritaire sur 
l’élimination de la ciprofloxacine [Githinji et al., 2011]. L’adsorption de cette molécule aux 
propriétés amphotériques
5
 est maximale (8 à 16%) à pH 6, avec la perte de l’hydrogène du 
groupement acide carboxylique.  
A pH basique, des répulsions électrostatiques avec la phase solide également chargée 
négativement diminuent les propriétés d’adsorption de la molécule (Figure 9). Dans les boues 
activées, où 80-90% de ces molécules s’accumulent, des concentrations de l’ordre du ng.kg-1 
voire du mg.kg
-1
 sont atteintes [Zuccato et al., 2010 ; Giger et al., 2003 ; Golet et al., 2003 ; 
Lindberg et al., 2005]. 
 
Figure 9 : Structure chimique de la ciprofloxacine comprenant un groupement carboxyle (pKa=6.1) et un 
groupement amine (pKa=8.7) dont les charges sont dépendantes du pH. La fonction acide carboxylique est 
photodégradable (d’après Burhenne et al., 1997). 
 
2.4.5. Les macrolides 
 Les macrolides sont des molécules naturelles et hémi-synthétiques inhibant 
l’élongation de la chaîne peptidique en se fixant sur la grande sous-unité 50S du ribosome 
[Kohanski et al., 2010]. Dans l’eau, l’association réversible de ces molécules aux acides 
humiques influence la dynamique de contamination. Ainsi la forme cationique de la 
clarithromycine qui est complexée, peut être relarguée dans la colonne d’eau en fonction des 
modifications du pH [Sibley et Pedersen, 2007]. L’étude des processus de dégradation et/ou 
d’élimination de ces molécules dans l’eau est moins renseignée dans la bibliographie. Les 
macrolides, résistantes à la biodégradation bactérienne sont dégradées dans l’eau par 
photolyse. Cette réaction, amplifiée en présence de nitrate et d’acides humiques génère 7 
produits qui présentent encore une activité anti-bactérienne (Figure 10) [Tong et al., 2011]. 
 A la différence des autres familles d’antibiotiques, dans les STEPS, des processus 
d’adsorption/désorption des macrolides sont responsables de concentrations plus élevées de 
ces molécules dans les effluents traités comparativement aux effluents bruts. 
                                                 
5
 Capacité d’un composé à se comporter comme un acide ou une base 
  
 
Figure 10 : Structure potentielle des produits de photolyse de l’azithromycine [d’après Tong et al., 2011]. 
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Ce phénomène de désorption indirecte s’explique par un relargage des macrolides 
préalablement associés à la bile et aux fèces lors de la dégradation de la matière organique, à 
l’étape du traitement secondaire [Göbel et al., 2007].  
 
Dans la bibliographie, le devenir des molécules appartenant à la famille des 
glycopeptides dans l’eau n’est pas renseigné, notamment la vancomycine, antibiotique de 
dernier recours aux infections de bactéries à Gram positif. 
En conclusion, l’étude du devenir des résidus d’antibiotiques dans les environnements 
aquatiques et les stations d’épurations montre que la photolyse, par la lumière solaire ou le 
traitement aux ultraviolets, est le processus majoritairement impliqué dans la dégradation de 
ces molécules. Les produits obtenus, parfois plus toxiques que le composé initial, pourront 
pour certains être biodégradés jusqu’à leur minéralisation. A l’opposé de ces réactions de 
dégradation responsables de la disparition plus ou moins rapide d’une partie de ces molécules, 
les phénomènes d’adsorption auront pour effet de stabiliser ces résidus dans l’environnement 
par piégeage dans les boues activées de STEPs, et accumulation dans les sédiments, ou dans 
les organismes filtreurs (i.e moules). 
 
3. Impact des antibiotiques sur l’écosystème aquatique 
 A l’exception des perturbateurs endocriniens, il n’a pas été démontré d’effets toxiques 
des résidus médicamenteux, y compris les antibiotiques, sur la physiologie de différents 
organismes modèles ou bio-indicateurs, aux concentrations environnementales [Revue Santos 
et al., 2010 ; Minier et al., 2000 ; Forget-Leray et al., 2005]. Toutefois, par leurs actions 
bactéricide ou bactériostatique, la contamination des eaux et des sédiments par les 
antibiotiques peuvent inhiber l’activité des communautés bactériennes fonctionnelles et/ou 
sélectionner des souches antibio-résistantes. [Luis Campos et al., 2001 ; Goh et al., 2002 ; 
Costanzo et al., 2005 ; Davies et al., 2006 ; Córdova-Kreylos et Scow, 2007 ; Fajardo et 
Martinez, 2008]. 
Des expérimentations en réacteur ont montré que des concentrations 1 mg.L
-1
 et 250 
mg.L
-1
 en antibiotiques (erythromycine, clarithromycine, amoxicilline, oxytétracycline) 
inhibent l’activité des communautés microbiennes nitrifiantes et dénitrifiantes [Luis Campos 
et al., 2001 ; Costanzo et al., 2005]. Dans les sédiments contaminés par des antibiotiques dans 
des élevages de poissons en mer, l’activité des communautés microbiennes sulfato-réductrices 
est inhibée pendant 29 jours et restaurée au bout de 70 jours [Hansen et al., 1992]. 
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Ce phénomène de résilience s’explique par une modification de la diversité de la communauté 
sulfato-réductrice. Ainsi, des concentrations de 20 mg.L
-1
 en ciprofloxacine favorisent la 
croissance des genres Desulfovibrio, Desulfobulbus et Desulfobacter [Córdova-Kreylos et 
Scow, 2007]. De même la dégradation du pyrène (Hydrocarbure Aromatique Polycyclique) 
dans des sédiments contaminés par la ciprofloxacine est inhibée de 50% pour des valeurs de 
0,4 µg.Kg
-1
 de masse sèche, les premiers effets étant observés pour des valeurs de 0,1 µg.Kg
-1
 
[Näslund et al., 2008]. 
 L’effet des antibiotiques sur l’activité des communautés microbiennes de 
l’environnement soulève d’autres interrogations quant à la possible sélection de souches 
résistantes aux antibiotiques dans l’eau. A l’exception des rejets d’usines de production 
pharmaceutique en Asie, les concentrations en antibiotiques observées dans les eaux sont 
inférieures aux concentrations minimales inhibitrices (CMI), qui varient de 0,032 µg.mL
-1
 à 
256 µg.mL
-1
 [Duong et al., 2008]. Il a été récemment démontré que des concentrations 100 
fois inférieures à ces CMI favoriseraient le maintien et l’émergence de souches d’E. coli et de 
Salmonella antibio-résistantes [Gullberg et al., 2011]. A des concentrations sub-inhibitrices 
(25% à 90% de la CMI), il a été observé un effet hormétique qui se traduit par la modulation 
de la réponse transcriptionnelle avec la modulation de promoteurs spécifiques (i.e rpoS) 
[Davies et al., 2006]. En 2010, Kohanski et al mettent en évidence l’effet de ces 
concentrations « sub-inhibitrices » (norfloxacine, 50ng.mL
-1
) sur la production de radicaux 
libres responsables de l’émergence de bactéries multi-résistantes aux antibiotiques à la suite 
de mutations liées à la régulation par le système SOS. Ces effets génotoxiques sont observés 
pour des concentrations en ciprofloxacine de l’ordre de 10µg.L-1 [Hartmann et al., 1998]. 
 
4. Contamination des eaux par les bactéries fécales antibio-résistantes 
 En parallèle aux apports en résidus médicamenteux, il existe une contamination par 
des bactéries d’origine fécale antibio-résistantes dans les environnements aquatiques. Au sein 
des populations bactériennes et particulièrement des souches pathogènes, la présence de gènes 
de résistance aux antibiotiques a été reconnue comme un problème de santé publique par 
l’OMS (2001). Ainsi, les systèmes hydriques sont le lieu de dissémination de souches 
d’Escherichia coli  et d’Enterococcus spp. résistantes aux antibiotiques [Watkinson et al., 
2007 ; Laroche et al., 2009 ; Luczkiewicz et al., 2010]. L’occurrence de souches d’E. coli et 
d’Enterococcus résistantes aux antibiotiques rejetées dans les environnements aquatiques 
dépendra des usages du bassin versant. Dans un fleuve fortement anthropisé (Seine, France),
  
 
 
 
Figure 11: Classification phylogénétique de la population d'Escherichia coli [Tenaillon et al., 2010]. 
Ronds : souches d’E. coli appartenant à la collection ECOR. Triangles : Souches références d’E. coli. Symboles 
pleins : souches E. coli commensales. Symboles vides : souches E. coli pathogènes. 
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il est retrouvé une circulation permanente de souches d’E. coli et d’Enterococcus résistantes 
aux antibiotiques [Laroche et al., 2009 ; Servais et Passerat, 2009]. Les ruissellements, 
consécutifs à des évènements pluvieux intenses seront également responsables d’apport d’E. 
coli antibio-résistantes [Ratajczak et al., 2010 ; Derrien et al., 2011]. 
 
4.1. Escherichia coli et Enterococcus 
 Escherichia coli (E. coli) est un bacille à Gram négatif appartenant à la classe des γ-
protéobactéries et à la famille des Enterobacteriaceae. Il s’agit d’une bactérie anaérobie 
facultative fermentant le glucose et non sporulante. Le microbiote intestinal des animaux à 
sang chaud et des reptiles est son habitat primaire [Tenaillon et al., 2010]. On distingue 4 
groupes phylogénétiques majeurs : A, B1, B2 et D (Figure 11) [Selander et al., 1986 ; Herzer 
et al., 1990]. Les groupes phylogénétiques A et B1 sont constitués de souches du microbiote 
intestinal des hommes et animaux, mais également de pathogènes intestinaux alors que les 
souches du groupe B2 et dans une moindre mesure celles du groupe D sont des pathogènes 
extra-intestinaux (ExPEC) [Hamelin et al., 2007 ; Croxen et Finlay, 2010]. En France 
métropolitaine, il a été montré que les souches appartenant aux groupes phylogénétiques A et 
B2 étaient majoritairement isolées chez l’homme alors que, à l’échelle mondiale, les souches 
appartenant au groupe phylogénétique B1 sont majoritairement retrouvées chez les animaux 
d’élevage tels que les bovins [Walk et al., 2007 ; Tenaillon et al., 2010]. Des souches 
pathogènes obligatoires, entéro-hémorragiques (EHEC), entéro-toxiques (ETEC) et entéro-
invasives (EIEC)  appartiennent aux groupes phylogénétiques A et B1 et sont responsables de 
gastro-entérites aiguës et sévères. Des E. coli entéropathogènes (EPEC), entéroaggregatives 
(EAEC) et à adhésion diffuse (DAEC), responsables de diarrhées chroniques légères, sont 
réparties au sein des 4 groupes phylogénétiques [Hamelin et al., 2007]. 
 Les bactéries du genre Enterococcus sont des coques à Gram positif, catalase négatif, 
non sporulantes, avec un contenu en GC inférieur à 50%. Ce sont des bactéries aéro-tolérantes 
et halotolérantes (NaCl 6,5%). Comme pour  E.coli, ces bactéries ont pour habitat primaire le 
microbiote intestinal des animaux à sang chaud. Au sein de ce genre, il existe une grande 
diversité d’espèces parmi lesquelles E. faecalis, E. faecium, E. hirae, E. durans, E. 
casseliflavus sont les plus représentatives [Murray, 1990]. Ces bactéries sont des pathogènes 
opportunistes responsables d’infections nosocomiales, notamment chez les souches d’E. 
faecium appartenant au complexe clonal CC17 [Leavis et al., 2006]. Au sein de ce complexe 
clonal, les souches sont majoritairement résistantes à l’ampicilline et aux fluoroquinolones, 
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et possèdent un ilôt depathogénicité portant les gènes de virulence putatifs esp et hylEfm, 
codant respectivement une protéine de surface et une hyaluronidase [Top et al., 2008 ; van 
Schaik et al., 2010].  Les souches appartenant à ce complexe posséderaient également une 
aptitude à transférer leur résistance aux antibiotiques, notamment à la vancomycine [Leclercq 
et al., 1989]. 
 Une fois dans l’environnement, la survie plus élevée des bactéries du genre 
Enterococcus comparée à celle d’E. coli s’explique par leur meilleure aptitude à surmonter 
des stress environnementaux (oligotrophie, salinité, température) [Rozen et Belkin, 2001 ; van 
Elsas et al., 2011]. Les souches d’E. coli peuvent persister de quelques jours (eaux marines, 
protozoaires) à plusieurs mois chez E. coli O157 :H7 (fumier, sol) [van Elsas et al., 2011]. 
Ces temps de survie dépendent des souches et des méthodologies utilisées (in situ et 
microcosmes). Certaines souches d’E. coli capables de se maintenir dans l’eau ont été 
qualifiées de « naturalisées » [Ishii et al., 2006]. Cet environnement étant considéré comme 
leur « habitat secondaire » [Savageau et al., 1983]. Chez Enterococcus, trois catégories de 
souches ont été déterminées selon leur temps de survie dans  l’eau douce : de (i) 20 à 30 jours 
(E. faecalis, E. hirae, E. gallinarum, E. casseliflavus), de (ii) 40 à 45 jours (E. avium, E. 
maleodoratus, E. pseudoavium, E. mundtii, E. raffinosus) et (iii) supérieur à 50 jours (E. 
faecium, E. flavescens, E. durans) [Lleò et al., 2005]. En 2010, Badgley et al. considère que 
l’espèce épiphyte E. casseliflavus serait adaptée à son « habitat secondaire » en s’associant à 
la végétation sub-aquatique et en produisant un pigment jaune pour se protéger des 
ultraviolets [Badgley et al., 2010]. 
 E. coli et Enterococcus sont les bactéries retenues comme indicateurs de la qualité 
microbiologique des eaux douces et côtières par la norme européenne (2006/7/CE), Les 
valeurs seuils, en densités de bactéries dans les eaux, significatives d’un risque de gastro-
entérites ont été définies sur la base des études épidémiologiques de Kay (2004) et de 
Wiedenmann (2004), et une méta-analyse de l’Institut de Veille Sanitaire (InVS). 
 
4.2. La résistance bactérienne aux antibiotiques 
 L’émergence de bactéries résistantes aux antibiotiques est la conséquence de la 
pression de sélection exercée sur le microbiote intestinal des hommes et des animaux sous 
antibio-thérapie. Une fois rejetées dans les eaux, les bactéries fécales résistantes aux 
antibiotiques et les gènes correspondants contribueraient à enrichir le résistome (ensemble des 
gènes de résistance) des communautés autochtones de l’environnement, notamment en 
disséminant ces gènes par transfert horizontal et/ou transposition [Wright, 2007].
  
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12: Principaux mécanismes cellulaires mis en jeu pour la résistance bactérienne aux antibiotiques 
[d’après Levy et Marshall, 2004]. 
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4.2.1. Mécanismes et supports de la résistance 
 Au cours de leur évolution, les bactéries ont développé des mécanismes cellulaires 
pour résister aux antibiotiques (Figure 12). Il existe trois stratégies majeures de résistances 
bactériennes aux antibiotiques [Wright, 2005]. 
 L’inactivation enzymatique des antibiotiques repose sur la production d’enzymes qui 
catalysent l’hydrolyse, le transfert de groupements chimiques (Acyl, phosphoryl, thiol, 
nucléotidyl, ADP-ribosyl, Glycosyl) ou d’oxydoréduction. 
La diminution de l’affinité de l’antibiotique pour sa cible est le second mécanisme 
pour lequel sa modification peut être obtenue après (i) la mutation de la cible si elle est codée 
en une seule copie sur le chromosome bactérien [Martinez et Baquero, 2000], (ii) l’acquisition 
d’enzymes pouvant modifier la cible comme des méthylases, des ligases et les 
déshydrogénases [Lambert, 2005], (iii) la substitution de la cible avec la présence de plusieurs 
gènes codant un ou plusieurs mécanismes de résistance à un même antibiotique [Lambert, 
2005] et (iv) la protection de la cible [Roberts, 2005]. 
Le troisième mécanisme de résistance est la diminution de la concentration 
intracellulaire en antibiotiques impliquant des pompes à efflux (e.g gène mef pour la 
résistance aux macrolides) qui rejettent l’antibiotique, ou des porines qui diminuent la 
perméabilité de la membrane externe des bactéries à Gram négatif. 
A chaque antibiotique correspondent plusieurs mécanismes de résistance selon les 
genres et/ou espèces bactériennes (Tableau 11). Les éléments génétiques impliqués dans la 
dissémination de la résistance aux antibiotiques, ne sont pas essentiels à la survie de la 
bactérie et sont parfois associés à des gènes de résistance aux métaux et / ou de virulence 
[Frost et al., 2005 ; Mazel, 2006]. Trois classes d’éléments génétiques sont responsables de la 
dissémination de la résistance aux antibiotiques chez les bactéries à Gram positif et négatif.  
 Les plasmides, sont des molécules d’ADN bicaténaires extra-chromosomique, 
généralement circulaires, capables de réplications autonomes (réplicon) et transmissibles à la 
descendance [Novick et Summers, 1997]. Ces structures portent généralement des gènes de 
résistances aux antibiotiques préalablement apportés par des mécanismes de transposition, de 
recombinaison d’éléments génétiques transposables et des cassettes de résistances insérées sur 
un intégron [Walsh, 2006 ; Bennett, 2008 ; Martinez, 2009].  
 Les éléments génétiques mobiles regroupent majoritairement des éléments 
transposables pouvant se déplacer et disséminer des gènes entre réplicons (chromosomes, 
plasmides). Ces éléments génétiques codent des transposases qui catalysent leur transposition. 
Les gènes codant la transposase et d’autres fonctions comme la résistance aux antibiotiques,
  
  
Tableau 11 : Exemples de stratégies de résistance aux antibiotiques mises en place par les bactéries 
[d’après Davies et Davies, 2010 ; van Hoek et al., 2011]. 
Famille  Molécules Cible 
Stratégie(s) de 
résistance 
Exemples de gènes codant 
la résistance 
β-lactamines 
Pénicillines, 
céphalosporines, 
pénèmes 
Biosynthèse 
peptidoglycane 
Hydrolyse, efflux, 
altération cible 
bla, cdi, cfx, CumA, hugA, 
penA 
Aminosides 
Gentamicine, 
streptomycine 
Traduction 
Phosphorylation, 
acétylation, 
efflux, altération 
cible  
aac, aad, ant, aph, apmA, 
npmA, rmt, spc, sph, str, sat 
Tétracyclines 
Tétracycline, 
doxycycline 
Traduction 
Efflux, altération 
cible 
tet, otr, 
Macrolides 
Erythromycine, 
azithromycine 
Traduction 
Hydrolyse, 
glycosylation, 
phosphorylation, 
efflux, altération 
cible 
erm, ere, car, cmr, lmr, lnu, 
mef 
Phénicols Chloramphénicol Traduction 
Acétylation, 
efflux, altération 
cible 
cat, cml, floR, cfr, pexA 
Sulfamides Sulfaméthoxazole 
Inhibition de 
l’acide 
tétrahydrofolique 
Efflux, altération 
cible 
sul1, sul2 
Glycopeptides Vancomycine 
Biosynthèse 
peptidoglycane 
Modification de 
la cible 
van 
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sont bordés par des séquences d’insertion (IS) elles-mêmes flanquées par  des séquences IR 
(Répétées inversées) indispensables à la transposition. Les transposons, les ICE (Integrative 
and Conjugative Elements), les ISCR (Common Region) et les ilôts génomiques sont les 
principaux éléments génétiques mobiles [Toleman et al., 2006].  
Les intégrons sont des systèmes de capture de cassettes de gènes de résistance dont 
l’expression dépend d’un promoteur unique [van Hoek et al., 2011]. Les integrons de classe 1, 
2 et 3 sont principalement étudiés et sont déterminées par leurs séquences codant le gène de 
l’intégrase intI [Hall et al., 1999]. Ces supports génétiques sont mobiles à l’unique condition 
qu’ils soient associés à d’autres éléments génétiques mobiles comme les plasmides ou les 
transposons [Mazel, 2006 ; Toleman et al., 2006 ; Schlüter et al., 2007]. A ce jour, tous les 
intégrons ont une organisation commune et sont composés par trois éléments clés : un gène 
intI, un site primaire de recombinaison (attI) et un promoteur (Pc) permettant la transcription 
des gènes capturés ou cassettes. Les intégrons, supports majeurs de la multi-résistance aux 
antibiotiques, peuvent contenir jusqu’à 8 cassettes [Naas et al., 2001 ; Cambray et al., 2010]. 
Toutefois, des intégrons sans cassette ont également été retrouvés [Soto et al., 2003]. Pour les 
intégrons de classe 1, 2 et 3, il a été montré que les cassettes étaient majoritairement 
composées de gènes de résistances aux β-lactamines, aminosides (gènes aad) et au 
triméthoprime (gènes dfr) [Partridge et al., 2009 ; van Hoek et al., 2011]. 
 
Tous ces éléments génétiques sont susceptibles d’être présents sur le génome 
bactérien, indépendamment les uns des autres. Néanmoins, chez certaines souches cliniques, il 
a été montré que ces éléments génétiques pouvaient être regroupés sur un même support avec 
une structure en « mosaïque » permettant à un élément génétique non mobile de le devenir 
(intégron localisé sur un transposon) et d’être disséminé sur d’autres réplicons (Figure 13) 
[Martinez, 2009]. 
 
4.2.2. La dissémination des gènes de résistance 
 La dissémination des gènes de résistance aux antibiotiques est essentiellement due à la 
conjugaison bactérienne et/ou la transposition. Ce dernier processus aura un rôle majeur lors 
des transferts horizontaux par transformation et transduction (Figure 14). La mutation peut 
également être responsable de l’émergence de bactéries résistantes aux antibiotiques. 
 La conjugaison plasmidique semble être le mécanisme majoritairement 
impliqué dans la dissémination de la résistance chez les bactéries à Gram négatif. Il s’agit du 
transfert unidirectionnel d’une copie d’un plasmide dit « conjugatif » d’un contact cellulaire
  
  
 
 
 
 
Figure 13: Schéma des différents supports génétiques et d'une structure en "mosaïque" [d'après 
Martinez, 2009]. 
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étroit et spécifique (i.e pili) entre une bactérie réceptrice et une bactérie donatrice [Lanka et 
Wilkins, 1995]. Bien qu’il existe des plasmides à large spectre d’hôtes, il a plus fréquemment 
été observé des transferts conjugatifs entre bactéries de la même espèce, voire du même genre 
[Thomas et Nielsen, 2005]. De nombreuses études ont déterminé des fréquences de transfert 
de gènes de résistance aux antibiotiques entre bactéries en conditions optimum de laboratoire 
(de 10
-1
 à 10
-3
) et en conditions oligotrophiques (de 10
-4
 à 10
-7
) proches de celles retrouvées 
dans l’environnement [Bale et al., 1988 ; Chandrasekaran et al., 1998 ; Nikolakopoulau et al., 
2008]. Les transferts par conjugaison semblent dépendre (i) du ratio entre bactéries donatrices 
et bactéries réceptrices qui lorsqu’il est élevé augmente les probabilités de transferts, (ii) la 
présence d’une source de carbone et/ou d’antibiotiques qui favoriseraient les évènements de 
conjugaison [Bale et al., 1988 ; Ueki et al., 2004]. 
 
Les rejets de bactéries d’origine fécale dans l’environnement s’accompagnent de la 
dissémination de leur matériel génétique lors de la lyse cellulaire. Dans l’environnement, les 
temps de persistance de l’ADN dans l’eau varient de quelques heures à plusieurs mois, selon 
la méthodologie utilisée (études in situ, microcosmes) [Nielsen et al. 2007]. Dans ces 
environnements, la concentration en ADN bactérien extracellulaire varie (µg.L
-1
 à 10µg.L
-1
) 
en fonction de la dégradation enzymatique, la fragmentation et l’inactivation physique et 
chimique des molécules d’ADN. L’ADN d’une souche d’E. coli  inoculée dans un sol a été 
détecté jusqu’à 40 jours alors qu’après 15 jours la souche n’était plus cultivable [Recorbet et 
al., 1993]. La persistance d’ADN « nu » dans l’environnement indique qu’il peut être 
disponible pour des horizontaux de gènes entre bactéries allochtones et autochtones par 
transformation et ainsi participer à la dissémination de gènes de résistance. La transformation, 
mécanisme majeur chez les bactéries à Gram positif, permet l’acquisition d’une molécule 
d’ADN extracellulaire « nu » par une bactérie compétente [Griffith, 1928]. Lors de cet état de 
compétence mis en évidence chez Neisseria gonorrhoeae (Gram négatif) et Bacillus subtilis 
(Gram positif), les bactéries développent une perméabilité aux macromolécules d’ADN à 
l’aide d’un système de sécrétion de type IV [Chen et Dubnau, 2004]. Pour se maintenir, 
l’ADN simple brin entré dans la bactérie doit être intégré à un réplicon (plasmide, 
chromosome). Dans le cas contraire, ce fragment d’ADN nu sera dégradé par des nucléases. 
Des études en microcosmes et in situ ont montré que les fréquences de transfert de gènes de 
résistance aux antibiotiques par transformation et transposition étaient comprises entre 2.7.10
-
10
 et 10
-4
 [Paul et al., 1991 ; Maruyama et al., 2006]. 
  
 
 
 
 
 
 
+ transposition / 
recombinaison
+ transposition / 
recombinaison
 
Figure 14: Mécanismes de dissémination de gènes de résistance aux antibiotiques chez les bactéries 
[modifié d’après Andersson et Hughes, 2010]. 
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La transduction va permettre le transfert d’un ADN bactérien via un bactériophage 
depuis une bactérie infectée vers une bactérie réceptrice. Ce phénomène requiert une 
spécificité du bactériophage pour la bactérie hôte. Il est capable d’infecter une bactérie et d’y 
réaliser soit un cycle lytique qui aboutira soit à la lyse cellulaire, soit à la lysogénie avec 
l’insertion du génome du bactériophage dans le génome bactérien dans l’attente de conditions 
environnementales optimales pour réaliser son cycle lytique. Le transfert de gènes par ce 
mécanisme est consécutif à une erreur d’encapsidation dans la tête du bactériophage lors du 
cycle lytique : transduction généralisée. Peu d’études ont été réalisées sur ce mécanisme de 
transfert. Toutefois, dans l’environnement, des fréquences de transfert de gènes de résistance 
aux antibiotiques par transduction et transposition ont été estimées entre 10
-9
 et 10
-7
 [Jiang et 
Paul, 1998]. Ce phénomène rarement décrit comme impliqué dans la dissémination de gènes 
de résistances aux antibiotiques a toutefois était récemment mis en évidence dans l’émergence 
de souches pathogènes produisant une shiga toxine et responsable du syndrome hémolytique 
urémique [Smith et al., 2012 ; Beutin et al., 2012]. 
 
Les fréquences de transfert de gènes de résistance aux antibiotiques par transferts horizontaux 
et/ou transposition restent faibles, et nécessitent des densités cellulaires élevées pour observer 
une dissémination des gènes de résistance aux antibiotiques. Toutefois ces densités pourraient 
être atteintes dans les zones d’accumulation en bactéries fécales qui s’ajoutent aux 
communautés autochtones, des vasières et des périphytons (hot spots). Des approches par 
PCR quantitative et métagénomique ont observé un enrichissement en gènes de résistances 
aux antibiotiques dans des sédiments de rivières fortement anthropisées [Pei et al., 2006 ; 
Kristiansson et al., 2011]. Dans ces études, aucun transfert horizontal n’a été démontré entre 
les bactéries allochtones provenant de la STEP et les communautés autochtones du sédiment. 
Kristiansson et al. (2011) suggère que la contamination par des résidus d’antibiotiques serait 
responsable de l’enrichissement en gènes de résistance aux antibiotiques et de leur transfert 
des communautés autochtones à des souches pathogènes pour l’homme : rétro-transfert. 
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OBJECTIFS DES TRAVAUX DE THESE 
  
Mes travaux de thèse s’inscrivent dans le cadre du projet FLASH (Devenir des 
antibiotiques, Flux de gènes et de bactéries Antibio-résistantes dans les Systèmes Hydriques 
de surface), réalisés dans le cadre des programmes scientifiques du GIP Seine-Aval 
(http ://www.seine-aval.fr), du PIREN Seine (http ://www.sisyphe.upmc.fr/piren/), et du 
programme EC2CO CNRS.  
L’objectif de la thèse était d’étudier le devenir des antibiotiques, des souches d’E. coli 
et d’Enterococcus antibio-résistantes dans les eaux, et d’estimer des flux de contaminants 
microbiologiques à l’exutoire d’un bassin versant non jaugé à l’aide d’un modèle 
hydrologique conceptuel (GR).  
Ce travail a été réalisé sur un site atelier : le bassin versant de la Tourville (52 Km
2
), 
sous bassin versant de la Risle (2320 Km
2
), dernier affluent de la Seine. Cette étude a été 
effectuée afin d’étudier plus finement la relation entre la prescription en antibiotiques en 
médecines humaine et vétérinaire, la contamination du milieu par ces molécules, et par des 
souches d’E. coli et Enterococcus antibio-résistantes :  
(i) continuum « centre de soins – station d’épuration – rivière », système simple 
permettant d’étudier les apports en antibiotiques et en bactéries antibio-résistantes 
d’un hôpital, d’une maison de retraite, et d’une STEP, à une rivière, 
(ii) continuum « exploitation bovine – zone urbanisée », un réseau hydrographique 
de 10 Km dont le bassin versant est caractérisé par des usages des sols contrastés 
de l’amont (pâturage, cultures) vers l’aval (zone urbaine). 
 Ce travail inter-disciplinaire a bénéficié de la mise au point par  l’UMR 5805 
EPOC/LPTC (Equipe d’Hélène Budzinski)  d’une nouvelle méthodologie permettant la 
détection à de faibles concentrations de 78 molécules médicamenteuses dans les eaux 
environnementales. Les études de microbiologie environnementale développées à l’UMR 
CNRS 6143 M2C se sont enrichies de la collaboration scientifique avec l’INSERM U722 
(Equipe d’Erick Denamur) pour l’étude de la structure des populations d’E. coli et la 
recherche de souches pathogènes ;  et avec l’EA4655 (Equipe de Roland Leclercq) pour 
l’étude de la diversité des populations d’Enterococcus. Le site atelier a été choisi sur la base 
de l’expertise hydrologique et sédimentologique de l’UMR 6143 M2C sur cette zone 
géographique. L’accès aux sites et aux données de prescription en antibiotiques a été possible 
grâce à la participation active des médecins hospitaliers, des pharmacies et des services de la
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ville de Pont-Audemer, du responsable d’exploitation bovine et du Groupement de Défense 
Sanitaire. 
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Chapitre 1 : 
Devenir des antibiotiques et des populations d’Escherichia coli et d’Enterococcus 
spp. le long d’un continuum centre de soins – STEP – rivière 
 
  
 
 
 
 
Zone 
estuarienne Zone amont
 
Figure 15: Cartographie du bassin versant de la Seine (PIREN-Seine). Les programmes PIREN-Seine 
(http ://www.sisyphe.upmc.fr/piren/) et Seine-Aval (http ://www.seine-aval.fr) étudient l’impact de la 
pression anthropique sur la contamination chimique et microbiologique des eaux en têtes de bassin 
jusqu’à l’embouchure de la Seine.  
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1. Contexte 
 Le bassin versant de la Seine (79 000Km
2) concentre 16 millions d’habitants, 40% de 
l’activité économique et 30% de l’activité agricole nationale. Depuis plusieurs années, les 
programmes inter-disciplinaires « PIREN-Seine
6
 » et « Seine-Aval
7
 » étudient l’impact de 
l’activité anthropique sur la contamination chimique et microbiologique des eaux de la tête de 
bassin jusqu’à l’embouchure de la Seine (Figure 15). Dans les eaux de Seine, la 
contamination par des résidus d’antibiotiques et les bactéries fécales antibio-résistantes est 
permanente [Tamtam et al., 2008 ; Laroche et al., 2009]. La qualité des eaux à l’aval de Paris, 
est fortement influencée par les rejets de la STEP d’Achères (6 millions d’habitants),  qui 
traite les eaux usées de l’agglomération parisienne, et représente jusqu’à 92% des apports en 
bactéries fécales à l’estuaire de Seine en période de crue. En revanche, en période de bas débit 
(150 m
3
.s
-1
), les affluents intra-estuariens sont responsables de 76% des apports en 
contaminants microbiologiques [Garcia-Armisen et al., 2005]. Durant cette période, une étude 
statistique n’a pas permis d’établir de relation entre les flores indicatrices de contamination 
fécale (E. coli, Enterococcus) et la présence de souches pathogènes témoignant de la 
complexité du système étudié, notamment la dynamique des matières en suspension et l’effet 
de la pluviométrie. Ainsi, le déterminisme de la contamination dépendra des zones de 
l’estuaire (rejets de STEPs, dynamique sédimentaire, salinité), des facteurs hydrologiques 
(pluviométrie, débit) et de la proximité des affluents. L’étude des sérotypes des souches de 
Salmonella isolées des eaux de l’estuaire de Seine a montré que la contamination est mixte 
avec une origine humaine et animale [Touron et al., 2007]. 
 Dans la zone de l’embouchure de l’estuaire de Seine, où la qualité microbiologique 
des eaux influence celle des moules de baie de Seine, il existe des apports provenant de la 
Risle. La confluence de cet affluent avec la Seine a lieu dans la zone du bouchon vaseux, zone 
extrêmement turbide avec un mélange eau douce – eau salée. Une approche de modélisation a 
identifié l’importance de la resuspension des sédiments issus des vasières dans les apports en 
bactéries fécales dans les eaux [de Brauwere et al., 2011]. Le bassin versant de la Risle (2000 
Km
2
), en rive gauche de la Seine, est soumis à des pressions humaines et animales, et simule à 
moindre échelle des comportements hydrologiques et sédimentaires identiques à ceux de la 
Seine. Pour mieux comprendre les résultats acquis en Seine, un réseau hydrographique peu 
hiérarchisé a été choisi afin d’étudier plus finement le devenir des contaminants chimiques et 
microbiologiques des sources (humaine, animale) jusqu’au milieu récepteur (Figure 16). 
                                                 
6
 Etude des réseaux hydrographiques des têtes de bassin jusqu’à Poses (limite de l’influence tidale) 
7
 Etude de la partie aval de la Seine sous influence tidale (Poses à l’embouchure) 
  
 
 
 
 
Figure 16: Cartographie du site atelier de la Risle. 
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2. Objectif 
 Cette étude visait à mieux comprendre le devenir des antibiotiques et des populations 
d’E. coli et d’Enterococcus dont les souches antibio-résistantes le long d’un continuum 
hospitalier : centre de soins - STEP (entrée et sortie) – milieu récepteur (rivière, Risle). Un 
des objectifs était d’étudier la relation entre les prescriptions d’antibiotiques en médecine 
humaine et la contamination des eaux en antibiotiques et bactéries fécales antibio-résistantes à 
l’échelle de ce continuum. 
  
3. Démarche et stratégie expérimentale 
 Ce travail repose sur une approche interdisciplinaire qui associe des hydrologues 
(UMR 6143 M2C), des chimistes (UMR CNRS 5805 EPOC/LPTC), microbiologistes de 
l’environnement (UMR 6143 M2C) et des épidémiologistes d’E. coli et Enterococcus 
(INSERM U722, EA4655). Ce projet a bénéficié d’une collaboration étroite avec les équipes 
du centre de soins et les pharmacies de la ville qui a permis l’accès aux données sur 
prescriptions en antibiotiques. Le continuum hospitalier (4 Km) : centre de soins - STEP 
(entrée et sortie) – milieu récepteur (rivière) est localisé sur un site atelier à 10Km en amont 
de la confluence Risle – estuaire de Seine (Figure 17). Le centre de soins est composé d’un 
hôpital régional (87 lits) où le temps de séjour des patients varie de 4 à 28 jours et d’une 
maison de retraite (180 personnes) où les personnes résident en moyenne 10 ans. La STEP, 
d’une capacité de 15000 équivalent-habitants, traite les eaux usées de la zone urbaine à l’aide 
d’un pré-traitement (dégrillage, désablage), d’un traitement primaire (clarificateur) et d’un 
traitement secondaire par des boues activées suivi d’un clarificateur. Cinq sites ont été 
échantillonnés pendant deux campagnes (juin 2009, décembre 2009): les effluents de sortie de 
l’hôpital et de la maison de retraite, les effluents bruts et traités de la STEP et l’eau de la Risle 
dans le panache de la STEP (4 m) (Tableau 12). Les analyses chimiques et microbiologiques 
ont été réalisées sur des échantillons moyennés 24h (échantillonneurs automatiques ISCO
®
) 
pour les cinq sites, à l’exception des effluents de sortie de l’hôpital, de la maison de retraite et 
de la Risle pour la campagne de juin 2009 (Figure 17). 
 Dans le cadre de ces travaux, il a été développé une nouvelle méthodologie par l’UMR 
CNRS 5805 EPOC/LPTC (H. Budzinski) pour l’analyse des molécules d’antibiotiques, 
utilisant une extraction en phase solide (SPE) suivie d’une chromatographie en phase liquide 
couplée à un spectromètre de masse en tandem (LC-MS/MS), qui a permis la détection 
simultanée de faibles concentrations (ng.L
-1) de 34 molécules d’antibiotiques.  
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Figure 17: Stratégie d’échantillonnage le long  du continuum centre de soins - STEP – rivière. 
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L’étude de la structure des populations d’E. coli et d’Enterococcus a bénéficié des 
approches complémentaires entre la microbiologie environnementale développée à l’UMR 
6143 M2C et les recherches sur l’épidémiologie d’E. coli et d’Enterococcus menées à 
l’INSERM U722 (E. Denamur) et l’EA4655 (R. Leclercq). Dans le cadre de ces travaux de 
thèse, une collection de souches d’E. coli (1520 dont 343 pour le continuum hospitalier) et 
d’Enterococcus (401 dont 198 pour le continuum hospitalier) a été établie et partagée entre les 
différentes équipes. La structure des populations a été réalisée sur la base de la distribution 
des groupes phylogénétiques A, B1, B2 et D chez E. coli, et de la diversité en espèces chez 
Enterococcus. Pour chacune des souches, le phénotype d’antibio-résistance a été caractérisé 
par la méthode de diffusion sur gélose selon les recommandations de la Société Française de 
Microbiologie, complété par la recherche d’intégrons chez E. coli ou de gènes de résistance 
aux macrolides (ermB, mefA) et tétracyclines (tetM) chez Enterococcus (voir section 
« Matériel et Méthodes »). 
 
4. Résultats et discussion 
Cette étude a été menée pour deux périodes épidémiologiques : une période hivernale 
(Décembre 2009) caractérisée par une forte consommation en substances médicamenteuses, 
en lien direct avec des épidémies de grippe et de gastro-entérites, et une période estivale (juin 
2009) avec une plus faible consommation de médicaments (Tableau 13). Pour les deux 
périodes, 8 grandes familles d’antibiotiques ont été prescrites en médecine hospitalière et de 
ville pour la zone étudiée, l’amoxicilline étant majoritairement consommée. A la maison de 
retraite et à l’hôpital, la prescription en antibiotiques n’est pas dépendante de la période, alors 
qu’en médecine de ville la consommation en antibiotiques est 1 à 2 fois plus élevée d’octobre 
2009 à mars 2010 par rapport à la période d’avril 2009 à septembre 2009. 
Les effluents du centre de soins, prélevés avant leurs raccordements au réseau unitaire, 
sont contaminés par des quinolones/fluoroquinolones, des sulfamides et des macrolides 
auxquelles s’ajoutent en période hivernale des pénicillines, des céphalosporines et des 
tétracyclines (Tableaux 14 et 15). Bien qu’elles soient fortement consommées, les faibles 
concentrations en pénicillines (i.e amoxicilline) ou leur absence dans les eaux usées 
s’expliquent par l’hydrolyse rapide de cette famille de molécules dans les environnements 
aquatiques [Längin et al., 2009]. Les concentrations les plus élevées sont observées dans les 
effluents hospitaliers et atteignent des valeurs de 160 µg.L
-1
 (céphalosporines) et 141 µg.L
-1
 
(quinolones). 
  
Tableau 12: Contamination en E. coli et Enterococcus le long du continuum centre de soins - STEP – rivière. 
 Hôpital
1
 Maison Retraite
2
 Effluent brut STEP Effluent traité STEP Rivière 
 Juin 09 Déc. 09 Juin 09 Déc. 09 Juin 09 Déc. 09 Juin 09 Déc. 09 Juin 09 Déc. 09 
Site 1 2 3 4 5 
Densité 
population 
41 87 180 
9058 habitants / 221 
patients 
9058 habitants / 267 patients Rejet STEP 
Fréquence de 
l’usage 
d’antibiotiques 
++ ++ + + +/- +/- n.p n.p 
Echantillonnage Ponct. Moy. 24h Ponct. Moy. 21h Moy. 24h Moy. 24h Ponct. Moy. 16h 
Débit 1 m
3
.h
-1
 1 m
3
.h
-1
 2500 m
3
.j
-1
 4400 m
3
.j
-1
 2500 m
3
.j
-1
 4400 m
3
.j
-1
 6.9 m
3
.s
-1
 10.7 m
3
.s
-1
 
Escherichia coli 
(UFC.100mL
-1
) 
3,1±2,5.10
4
 8,3±3,5.10
4
 <5 1,9±0,3.10
6
 7,1±3,7.10
7
 3,5±2,1.10
6
 4,6±1,3.10
4
 6,7±0,4.10
4
 3,0±0,3.10
3
 2,6±0,6.10
3
 
Enterococcus
3
 
(UFC.100mL
-1
) 
- 6,5±0,1
.
10
6
 - 2,6±1,6
.
10
5
 - 7,0±0,4
.
10
5
 - 1,4±0,2
.
10
4
 - 3,7±1,0
.
10
2
 
1
 : temps de séjour de 4 à 28 jours ; 
2
 : temps de séjour d’au moins 10 ans ;  n.p : non pertinent ; ++ : Forte utilisation d’antibiotiques durant le séjour des patients ; + : 
Utilisation faible mais répétée au cours du séjour des patients ; +/- : Habitants pouvant être sous traitement aux antibiotiques pendant la période d’échantillonnage ; ponct : 
échantillon d’1 litre prélevé ponctuellement ; 3 : uniquement analysé lors de la campagne de décembre 2009 
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Tableau 13: Prescriptions en antibiotiques à l'hôpital, la maison de retraite et par la médecine de ville lors 
de deux périodes. 
Antibiotiques 
Avril 2009 – Sept. 2009 (g) Oct. 2009 – Mars 2010 (g) 
Hôpital 
Maison 
Retraite 
Médecine 
de ville* 
Hôpital 
Maison 
Retraite 
Médecine 
de ville* 
Pénicillines       
Amoxicilline   7866      473    178334   7371      544     258430 
Pénicilline V         0          0              0       24          0               0 
Cloxacilline       84        32          506       88        16           736 
Oxacilline       36          0          449       32          0           650 
Pénicilline G         6          0              0         0          0               0 
Piperacilline       44          0              0     164          0               0 
Ticarcilline       16          0              0         0          0               0 
Céphalosporines       
Céfaclor         0          0          220         0          0           398 
Céfamandole       41          0              0       40          0               0 
Céfazoline     240          0              0     239          0               0 
Céfotaxime     685          4              0     836          0               0 
Céfoxitine     125          0              0       97          0               0 
Céfpodoxime       23          0        1390       12          5         2505 
Céftazidime         0          0              0         6          0               0 
Céftriaxome     563      110              0     686      224               0 
Céfixime     181        10          299     183        62           541 
Carbapénèmes       
Imipénème       25          0              0       24          0               0 
Quinolones & 
fluoroquinolones 
      
Ciprofloxacine     155        17          633     115          0           980 
Norfloxacine     187        40          425     124      100           656 
Ofloxacine     219          6            57     168        14             88 
Acide pipémédique       12          0            36       16          0             56 
Levofloxacine     318          0          126     424          0           195 
Moxifloxacine         0          0          164         0          0           254 
Pefloxacine         0          0              1         0          0               2 
Lomefloxacine         0          0            15         0          0             24 
Sulfamides       
Sulfaméthoxazole       27          0          504         9          0           902 
Tétracyclines       
Doxycycline         0          0          684         4          0         1562 
Aminosides       
Amikacine       49          0              -       46          0               - 
Gentamicine       33          0              -       47          0               - 
Macrolides       
Azithromycine         5          0              -         8          0               - 
Clindamycine       31          0              -       43          0               - 
Erythromycine       39          0              -       55        20               - 
Telithromycine       20          0              -       21          0               - 
Pristinamycine     855      100              -       44          0               - 
Roxithromycine     134          0              -     103        34               - 
 
* : Quantité moyenne obtenue auprès des pharmacies de la zone étudiée.
  
Tableau 14 : Contamination en antibiotiques et E. coli antibio-résistantes dans les effluents du centre 
hospitalier pendant une période de faible consommation en antibiotiques (Juin 2009). 
Antibiotiques 
Effluents de l’hôpital Effluents de la maison de retraite 
Concentration en 
antibiotiques 
(µg.L
-1
) 
% E. coli Antibio-
résistantes (n/N) 
Concentration en 
antibiotiques 
(µg.L
-1
) 
% E. coli Antibio-
résistantes (n/N)* 
Pénicillines     
Amoxicilline           nd       4,4% (2/45)             nd  
Ticarcilline           -       4,4% (2/45)             -  
Autres pénicillines           nd               -                               nd  
Céphalosporines     
Céfalotine           -       2,2% (1/45)             -  
Autres 
céphalosporines 
          nd               -             nd  
Carbapénèmes     
Imipénème           -       0,0% (0/45)             -  
Quinolones & 
fluoroquinolones 
    
Ciprofloxacine           0,05       1,1% (1/45)             nd  
Acide nalidixique           -       1,1% (1/45)             -  
Ofloxacine           0,78               -             0,6  
Norfloxacine           nd               -             0,5  
Acide pipémédique           nd               -             0,04  
Autres quinolones           nd               -             nd  
Tétracyclines     
Tetracycline           nd     28,9% (13/45)             nd  
Autres tétracyclines           nd               -             nd  
Phénicols     
Chloramphénicol           nd       4,4% (2/45)             nd  
Autres phénicols           nd               -             nd  
Sulfamides     
Sulfaméthoxazole           nd     22,2% (10/45)             nd  
Sulfadiazine           0,007              0,01  
Autres sulfamides           nd               -             nd  
Aminosides     
Kanamycine           -       2,2% (1/45)             -  
Autres aminosides           -       0,0%  (0/45)             -  
Macrolides                   
Azithromycine           0,4               -           0,02  
Roxithromycine         44,7               -           0,09  
Spiramycine           1,2               -           0,03  
Autres macrolides           nd               -           nd  
 
* E. coli < 5 UFC.100mL
-1, Aucune souche n’a pu être isolée ; - : Antibiotique ou antibio-résistance non 
testé(e) ; nd : antibiotique non détecté dans l’échantillon ; n : Nombre d’isolat(s) résistant(s) ; N : Nombre total 
d’isolats testés. 
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Tableau 15 : Contamination en antibiotiques et E. coli antibio-résistantes dans les effluents du centre 
hospitalier pendant une période de forte consommation en antibiotiques (Décembre 2009). 
Antibiotiques 
Effluents de l’hôpital Effluents de la maison de retraite 
Concentration en 
antibiotiques 
(µg.L
-1
) 
% E. coli Antibio-
résistantes (n/N) 
Concentration en 
antibiotiques 
(µg.L
-1
) 
% E. coli Antibio-
résistantes (n/N) 
Pénicillines     
Amoxicilline           0,8     10,0% (5/50)             nd      38,0% (19/50) 
Ticarcilline           -     10,0% (5/50)             -      38,0% (19/50) 
Ampicilline           nd               -             0,7                - 
Autres pénicillines           nd               -                               nd                - 
Céphalosporines     
Céfalotine           -       2,0% (1/50)             -        6,0% (3/50) 
Céfotaxime       160       0,0% (0/50)             nd        0,0% (0/50) 
Autres 
céphalosporines 
          nd               -             nd                - 
Carbapénèmes     
Imipénème           -       0,0% (0/50)             -        0,0% (0/50) 
Quinolones & 
fluoroquinolones 
    
Ciprofloxacine         73       8,0% (4/50)             nd        6,0% (3/50) 
Acide nalidixique           -       6,0% (3/50)             -      42,0% (21/50) 
Ofloxacine         68               -             0,08                - 
Norfloxacine           0,1               -             0,04                - 
Acide pipémédique           nd               -           59                - 
Autres quinolones           nd               -             nd                - 
Tétracyclines     
Tetracycline           nd     16,0% (8/50)             nd      38,0% (19/50) 
Autres tétracyclines           nd               -             nd                - 
Phénicols     
Chloramphénicol           nd       6,0% (3/50)             nd        6,0% (3/50) 
Autres phénicols           nd               -             nd                - 
Sulfamides     
Sulfaméthoxazole           0,01      2,0% (1/50)             0,005       24,0% (12/50) 
Sulfapyridine           0,006               -             -                - 
Autres sulfamides           nd               -             nd                - 
Aminosides     
Kanamycine           -      8,0% (4/50)             -      4,0% (2/50) 
Gentamycine           -      0,0% (0/50)             -      4,0% (2/50) 
Streptomycine           -      0,0% (0/50)             -    26,0% (13/50) 
Autres aminosides           nd               -             nd                - 
Macrolides                   
Azithromycine           0,1               -              0,03               - 
Roxithromycine           2,8               -              0,03               - 
Spiramycine           3,9               -            21               - 
Autres macrolides           1,1               -              0,004               - 
 
* E. coli < 5 UFC.100mL
-1, Aucune souche n’a pu être isolée ; - : Antibiotique ou antibio-résistance non 
testé(e) ; nd : antibiotique non détecté dans l’échantillon ; n : Nombre d’isolat(s) résistant(s) ; N : Nombre total 
d’isolats testés. 
 
  
Tableau 16: Contamination en antibiotiques et E. coli antibio-résistantes dans les effluents brut et traité 
de la STEP lors de deux périodes d'échantillonnage (Juin 2009, Déc. 2009). 
Antibiotiques 
Effluent brut de la station 
d’épuration 
Effluent traité de la station 
d’épuration 
Concentration 
en antibiotiques 
(µg.L
-1
) 
 E. coli Antibio-
résistantes (n/N) 
Concentration 
en antibiotiques 
(µg.L
-1
) 
 E. coli Antibio-
résistantes (n/N) 
Juin Déc. Juin Déc. Juin Déc. Juin Déc. 
Pénicillines         
Amoxicilline    nd   0,09  13/48  11/49    nd     nd   14/50   5/49 
Ticarcilline     -     -  13/48  10/49     -      -   10/50   5/49 
Ampicilline    nd     -     -     -    nd     nd      -     - 
Cloxacilline    nd   0,02     -     -      nd      -     - 
Autres pénicillines    nd     -     -     -    nd     nd      -     - 
Céphalosporines         
Céfalotine     -     -   1/48   3/49     -      -    2/50   1/49 
Céfotaxime    nd   0,4   0/48   0/49    nd    0,04    0/50   0/49 
Autres 
céphalosporines 
   nd     -   0/48   1/49    nd     nd    0/50   1/49 
Carbapénème         
Imipénème     -     -   0/48   0/49     -      -    0/50   0/49 
Quinolones & 
fluoroquinolones 
        
Ciprofloxacine    nd    nd   5/48   2/49  0,03    0,04    2/50   2/49 
Acide nalidixique     -     -   5/48   3/49     -      -    2/50   2/49 
Ofloxacine   0,2   0,4     -     -  0,2    0,1      -     - 
Norfloxacine   0,09    nd     -     -  0,06    0,04      -     - 
Acide pipémédique   0,05   0,02     -     -  0,03    0      -     - 
Autres quinolones    nd    nd     -     -   nd    nd      -     - 
Tétracyclines         
Tetracycline   0,1   0,08  15/48  17/46  0,01    0,01  15/50  15/49 
Autres tétracyclines    nd   0,07     -     -   nd    nd      -     - 
Phénicols         
Chloramphénicol    nd    nd  11/48   3/49   nd    nd   7/50   3/49 
Autres phénicols    nd    nd     -     -   nd    nd      -     - 
Sulfamides         
Sulfaméthoxazole   0,4   0,6  10/48   8/49  0,16    0,5   5/50   4/49 
Sulfapyridine   0   0,05     -     -  0,009    0,06      -     - 
Autres sulfamides   0,009   0,002     -     -  0,02    0,008      -     - 
Aminosides         
Kanamycine     -     -   2/48   4/49    -     -   6/50   1/49 
Gentamycine     -     -   2/48   1/49    -     -   0/50   0/49 
Streptomycine     -     -   1/48   9/49    -     -   0/50   5/49 
Autres aminosides    nd   nd     -     -   nd    nd      -     - 
Macrolides         
Azithromycine   0,9   0,3     -     -  0,8    0,3      -     - 
Roxithromycine   1,9   1,3     -     -  0,5    1,1      -     - 
Spiramycine   1,0   0,2     -     -  0,2    0,07      -     - 
Autres macrolides   0,8   1,6     -     -  0,3    0,3      -     - 
 
* E. coli < 5 UFC.100mL
-1, Aucune souche n’a pu être isolée ; - : Antibiotique ou antibio-résistance non 
testé(e) ; nd : antibiotique non détecté dans l’échantillon ; n : Nombre d’isolat(s) résistant(s) ; N : Nombre total 
d’isolats testés. 
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A l’entrée de la STEP, qui collecte les eaux usées du centre de soins et des 9058 
habitants de la zone urbaine, les concentrations en antibiotiques ont diminué d’un facteur 
1000 pour les quinolones/fluoroquinolones (dizaine de µg.L
-1
 à la dizaine de ng.L
-1
) en 
période de forte consommation en antibiotiques (Tableau 16). Ces résultats s’expliquent par la 
dilution des effluents et la stabilité des molécules. Les concentrations en antibiotiques sont 
plus élevées à l’entrée de la STEP en période hivernale témoignant des prescriptions plus 
importantes. Comme il a été déjà décrit dans la littérature, les concentrations en tétracyclines 
et en macrolides diminuent respectivement en moyenne de 90% et 57% lors des traitements 
de la STEP [Giger et al., 2003 ; Li et al., 2008a]. Etonnamment, l’efficacité d’élimination des 
quinolones/fluoroquinolones (décembre 2009 : 52,6%, juin 2009 : 9,3%), et des sulfamides 
(décembre 2009 : 22,5%, juin 2009 : 9,3%), varie selon la période d’échantillonnage. Ces 
résultats s’expliqueraient par une meilleure adsorption de ces molécules sur les boues activées 
lors du traitement en période hivernale [Li et al., 2008a ; Ge et al., 2010]. Dans la rivière, 
seules les molécules les plus persistantes, les quinolones/fluoroquinolones, les sulfamides et 
les macrolides, sont détectées à des concentrations variant de 1,5 ng.L
-1
 à 87 ng.L
-1
 (Tableau 
17). Les concentrations plus élevées en période de faible consommation en antibiotiques (juin 
2009) s’expliquent par l’échantillonnage ponctuel des eaux. 
Parallèlement à cette contamination chimique, les eaux sont contaminées par des bactéries 
fécales (Tableau 12). Le long du continuum, pour les deux campagnes les densités en E. coli  
augmentent de 3,1
.
10
4
 UFC.100mL
-1 
à 7,1
.
10
7
 UFC.100mL
-1
 de l’effluent hospitalier à 
l’entrée de la STEP puis diminue d’un facteur 1000 à la sortie de la STEP pour atteindre une 
densité d’en moyenne 2,8.103 UFC.100mL-1 dans la rivière. En juin 2009, l’absence de 
contamination en E. coli dans l’effluent de la maison de retraite s’explique par la présence de 
détergents dans un échantillon d’eau ponctuel. La contamination en Enterococcus, qui n’a été 
réalisée que pour la période hivernale, évolue différemment avec une diminution constante le 
long du continuum caractérisée par un abattement de 90% dans la STEP, et une dilution dans 
les eaux de la rivière où la densité atteint 3,7
.
10
2
 UFC.100mL
-1
. 
L’analyse de la structure des populations d’E. coli, sur la base de la distribution des 
groupes phylogénétiques A, B1, B2 et D montre que le groupe phylogénétique B1, faiblement 
représenté dans les effluents du centre de soins, augmente progressivement le long du 
continuum alors que le groupe A (supérieur à 50%) reste majoritaire (Tableau 18). Ces 
résultats témoignent de l’importance de la contamination d’origine humaine [Tenaillon et al., 
2010]. Au sein de la population d’entérocoques, alors que l’espèce E. faecalis est 
prédominante dans les fèces humain, E. faecium est l’espèce majoritaire isolée le long du
  
 Tableau 17: Contamination en antibiotiques et E, coli antibio-résistantes du rejet de l'effluent traité de la 
STEP dans la rivière lors de deux périodes d'échantillonnage (Juin 2009, Déc. 2009). 
Antibiotiques 
Rivière 
Concentration en antibiotiques 
(µg,L
-1
) 
Antibio-résistance d’E, coli (n/N) 
Juin Déc. Juin Déc. 
Pénicillines     
Amoxicilline           nd             0           6/50         8/50 
Ticarcilline            -             -           6/50         7/50 
Ampicilline           nd             0             -           - 
Cloxacilline           nd             0             -           - 
Autres pénicillines           nd            nd             -           - 
Céphalosporines     
Céfalotine           nd           nd           0/50         1/50 
Céfotaxime           nd             0           0/50         0/50 
Autres 
céphalosporines 
          nd           nd           0/50         1/50 
Carbapénèmes     
Imipénème            -             -           0/50         0/50 
Quinolones & 
fluoroquinolones 
    
Ciprofloxacine           nd           nd           2/50         0/50 
Acide nalidixique            -             -           3/50         2/50 
Ofloxacine          0,01           0,001             -           - 
Norfloxacine          0,01          nd             -           - 
Acide pipémédique           nd          nd             -           - 
Autres quinolones          0,002          nd             -           - 
Tétracyclines     
Tetracycline           nd          nd          13/50        9/50 
Autres tétracyclines           nd          nd             -           - 
Phénicols     
Chloramphénicol           nd          nd           3/50        2/50 
Autres phénicols           nd          nd             -           - 
Sulfamides     
Sulfaméthoxazole          0,02           0,004           3/50        3/50 
Sulfapyridine          0,001           0,001             -           - 
Autres sulfamides          0,01          nd             -           - 
Aminosides     
Kanamycine            -          -           2/50        1/50 
Gentamycine            -          -           1/50        0/50 
Streptomycine            -          -           0/50        2/50 
Autres aminosides           nd         nd             -           - 
Macrolides     
Azithromycine         0,02         nd             -           - 
Roxithromycine         0,02           0,002             -           - 
Spiramycine         0,01         nd             -           - 
Autres macrolides         0,04           0,005             -           - 
 
* E. coli < 5 UFC.100mL
-1, Aucune souche n’a pu être isolée ; - : Antibiotique ou antibio-résistance non 
testé(e) ; nd : antibiotique non détecté dans l’échantillon ; n : Nombre d’isolat(s) résistant(s) ; N : Nombre total 
d’isolats testés. 
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continuum à raison de 89% à 98% des isolats. Des résultats similaires ont été observés par 
Lanthier et al. (2010), suggérant que l’occurrence élevée de cette espèce pourrait être la 
conséquence du temps de séjour de ces souches dans les eaux. 
 Dans les rejets du centre de soins, en période hivernale, on retrouve une importante 
proportion de souches d’origine hospitalière qui décroit rapidement le long du continuum. 
Ainsi, l’occurrence des souches d’E. coli portant un intégron de classe 1 diminue 
significativement (p-value<0,001, α=5%) de l’effluent de la maison de retraite (36,0%) 
jusqu’à la rivière (8,0%) (Tableau 19). Ces résultats sont en accord avec ceux observés dans 
les eaux d’un continuum similaire en Pologne [Koczura et al., 2011]. De même, chez les 
entérocoques, l’occurrence de souches E. faecium appartenant au complexe clonal CC17 et 
impliquées dans des infections nosocomiales, diminue des rejets hospitaliers (100.0%) jusqu’à 
la rivière (15.3%) (Figure 18). 
Le long du continuum, des souches d’E. coli et d’Entérocoques résistantes aux 
antibiotiques ont également été isolées des eaux (Tableaux 14, 15, 16 et 17). Dans les 
effluents de l’hôpital, les souches d’E. coli sont majoritairement résistantes aux tétracyclines 
(22,5%) pour les deux périodes, et aux sulfamides (22,2%) et aux pénicillines selon les 
périodes. La variabilité de ces résultats s’explique par des séjours courts des patients, dont 
certains sont soumis à une antibiothérapie avant leur hospitalisation. Dans l’effluent de la 
maison de retraite, les isolats d’E. coli sont majoritairement résistants aux pénicillines 
(38,0%), aux quinolones/fluoroquinolones (42,0%), aux tétracyclines (38,0%), aux sulfamides 
(24,0%) et aux aminosides (28,0%). Lors du traitement de la STEP, en parallèle à 
l’abattement de bactéries fécales, on observe une diminution plus importante de la proportion 
de souches d’E. coli résistantes aux antibiotiques au sein de la population totale, qui 
s’expliquerait par une perte de cultivabilité préférentielle de ces souches. Dans la rivière, la 
proportion d’E. coli multi-résistantes est significativement plus faible que dans les effluents 
de la maison de retraite, avec des  phénotypes de résistances majoritaires aux tétracyclines et 
aux pénicillines pour les deux périodes échantillonnées (Tableaux 17, 19, 20). En décembre 
2009, une étude similaire a été menée sur les populations d’entérocoques (Tableau 21). Dans 
les effluents de l’hôpital et de la maison de retraite, les isolats d’Enterococcus sont 
majoritairement résistants à l’ampicilline, respectivement 100% et 87,5%, à la ciprofloxacine, 
75% et 100%, et à l’erythromycine, 72% et 87%. Le traitement de la STEP ne diminue pas la 
proportion de souches résistantes aux tétracyclines et aux macrolides (erythromycine). 
Toutefois, les niveaux de résistance (phénotype intermédiaire) sont plus faibles, et les 
supports génétiques impliqués sont différents de l’amont du continuum à l’environnement 
  
Tableau 18: Structure des populations d'E. coli isolées le long du continuum centre de soins – STEP – rivière. 
Site 
Structure de la population d’E, coli  (N) 
A (n/N) B1 (n/N) B2 (n/N) D (n/N) 
Faible Forte Faible Forte Faible Forte Faible Forte 
Effluent hospitalier  71,1% (32/45) * 2,2% (1/45)  * 26,7% (12/45)  * 0/45 * 
Effluent maison de retraite - 60,0% (30/50) - 6,0% (3/50)  - 30,0% (15/50) - 4,0% (1/50) 
Effluent brut STEP 58,3% (28/48) 61,2% (30/49)  22,9% (11/48) 18,3% (9/49) 14,6% (7/48)  6,2% (3/49)  2/48 (4,2) 14,3% (7/49)  
Effluent traité STEP 60,0% (30/50)  65,4% (32/49)  28,0% (14/50) 16,3% (8/49) 8,0% (4/50)  2,0% (1/49)  2/50 (4,0) 16,3% (8/49)  
Rivière 50,0% (25/50) 56,0% (28/50)  24,0% (12/50) 32,0% (16/50) 18,0% (9/50) 4,0% (2/50)  4/50 (8,0) 8,0% (4/50)  
N : Nombre total d’isolats testés ; n : nombre d’isolat(s) appartenant au groupe phylogénétique ; * : campagne invalidée car résultats incohérents avec un rapport anormal 
A/B1 (2/45) qui s’explique probablement par des rejets anciens (accumulation de matières fécales qui sont rejetées après plusieurs jours ) ; - : aucun isolat 
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Figure 18: Evolution du complexe clonal CC17 au sein de l'espèce E. faecium le long du continuum hospitalier. N: nombre d'isolats testés. 
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récepteur (Tableau 22), témoignant d’une modification de la structure des populations 
d’Enterococcus. Ainsi, la résistance à l’érythromycine est majoritairement due aux gènes 
ermB et mefA chez les souches du centre de soins, alors que des mécanismes différents sont 
présents chez les entérocoques isolés à l’aval du continuum. Aucune souche résistante à la 
vancomycine n’a été isolée des effluents du centre de soins jusqu’à la rivière. 
La comparaison des phénotypes d’antibio-résistance des isolats, avec la consommation 
en antibiotiques des patients de la maison de retraite, montre que pour tous les antibiotiques 
prescrits des résistances correspondantes ont été identifiées chez E. coli et Enterococcus (i.e 
β-lactamines). Ces résultats s’expliquent par la prescription d’antibiotiques chez les patients 
pendant plusieurs années (10 ans), qui engendre une sélection d’E. coli antibio-résistantes 
dans le tractus digestif des patients. Cependant, chez E. coli les résistances à la tétracycline et 
au sulfaméthoxazole sont observées alors qu’aucune de ces molécules n’a été prescrite 
(Tableau 23). La présence d’intégrons qui confèrent des résistances simultanées à plusieurs 
antibiotiques est à l’origine de ce phénotype. Ainsi, dans les effluents de la maison de retraite, 
86,7% des souches résistantes à la tétracycline et au sulfaméthoxazole possèdent le gène 
codant l’intégrase de classe 1 (Tableau 23). Ces phénotypes s’expliquent par la présence de 
cassettes de résistance aux aminoglycosides (gènes aad) et au triméthoprime (gènes dfr) dans 
la région variable de l’intégron de classe 1 et le gène de résistance aux sulfamides (sul1) à  
son extrémité 3’ [Roe et al., 2003 ; Laroche et al., 2009 ; Sàenz et al., 2010 ; Xu et al., 2011]. 
La résistance à la tétracycline serait liée à la présence d’autres supports génétiques impliqués 
dans la multi-résistance notamment les transposons [Roberts, 2005]. 
Dans cette étude nous montrons que les concentrations des différents résidus d’antibiotiques 
sont inférieures à celles exerçant une pression de sélection sur les bactéries (mg.L
-1
), et qu’il 
n’existe pas de relation entre cette contamination et les profils de résistances des isolats d’E. 
coli et d’Enterococcus dans les eaux. Ces résultats s’expliquent par (i) la persistance des 
molécules qui dépend de leurs propriétés physico-chimiques, et (ii) la présence de supports 
génétiques qui confèrent des résistances ne correspondant pas aux antibiotiques prescrits (i.e 
integrons).
  
Tableau 19 : Pourcentage de souches d'E. coli antibio-résistantes et occurrences des intégrons de classe 1 et 2 en période de faible consommation en antibiotiques 
(Décembre 2009) 
 % de souches d’E. coli résistantes aux antibiotiques % E. coli 
MAR 
% E. coli avec le gène 
 R1 R2 R3 R4 R5 R6 R7 R8 intI1 intI2 
Effluents 
hôpital 
    4,0     2,0     0,0   2,0   0,0   2,0    4,0     2,0        10,0       6,0        0,0 
Effluent 
maison de 
retraite 
   34,0    10,0     6,0   6,0   8,0  16,0    0,0     2,0        38,0***      36,0***        0,0 
Effluent 
STEP brut 
   18,4     4,1     2,0   6,1   0,0  10,2    2,0     2,0        22,3      16,4        0,0 
Effluent 
STEP traité 
   10,2     2,0     2,0   2,0   2,0   2,0    2,0     4,1        14,1       8,2         2,0 
Rivière 
(Panache 
STEP) 
   10,0     2,0     4,0   2,0   2,0   4,0    2,0     0,0        14,0***       8,0***        0,0 
R1, R2,…, R10 : Résistance à un, deux,…, dix antibiotiques. 
MAR : Multi-résistante aux antibiotiques (résistance à au moins 3 antibiotiques) 
*** : p-value < 0,001 ; α = 5% 
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Tableau 20: Pourcentage de souches d'E. coli antibio-résistantes et occurrences des intégrons de classe 1 et 2 en période de faible consommation en antibiotiques 
(Juin 2009). 
 % de souches d’E. coli résistantes aux antibiotiques % E. coli 
MAR 
% E. coli avec le gène 
 R1 R2 R3 R4 R5 R6 R7 R8 R9 R10 intI1 intI2 
Effluents 
hôpital 
    2,2   22,2    0,0   2,2   0,0   0,0   0,0   0,0 0,0 2,2        4,4 nd nd 
Effluent 
STEP brut 
  16,7     8,3    4,2   4,2   4,2   2,1   4,2   2,1 4,2 0,0      25,2 nd nd 
Effluent 
STEP traité 
    6,0     8,0    4,0 10,0 10,0    0,0   0,0   2,0 0,0 0,0      26,0 nd nd 
Rivière 
(Panache 
STEP) 
   10,0     8,0    2,0   4,0   4,0   0,0   2,0   0,0 0,0 0,0       12,0 nd nd 
R1, R2,…, R10 : Résistance à un, deux,…, dix antibiotiques, 
MAR : Multi-résistante aux antibiotiques (résistance à au moins 3 antibiotiques) 
nd : non déterminé 
  
Tableau 21: Contaminations en antibiotiques et enterococci résistants aux antibiotiques dans les eaux du continuum centre de soins – STEP – rivière. 
Antibiotique  
Hôpital Maison de retraite Effluent brut STEP Effluent traité STEP Rivière 
Concentration 
(µg.L
-1
) 
% 
enterococci 
résistant 
(N=49) 
Concentration 
(µg.L
-1
) 
% 
enterococci 
résistant 
(N=48) 
Concentration 
(µg.L
-1
) 
% 
enterococci 
résistant 
(N=49) 
Concentration 
(µg.L
-1
) 
% enterococci 
résistant 
(N=49) 
Concentration 
(µg.L
-1
) 
% 
enterococci 
résistant 
(N=45) 
Ampicilline  0,0 100,0 0,7 87,5 0,0 19,1 0,0 19,0 0,0 4,0
a,b
 
Autres 
β-lactamines 
161 - 0,0 - 0,0 - 0,0 - 0,0 - 
Ciprofloxacine 73,0 75,0 0,0 100,0 0,0 15,6 0,04 17,0 0,0 5,0 
Autres 
quinolones 
68 - 59 - 0,4 - 0,1 - 0,001 - 
Tétracycline 0,0 0,0 0,0 21,0 0,08 28,0 0,01 26,0 0,0 24,0 
Autres 
Tétracyclines 
1 - 0,0 - 0,07 - 0,0 - 0,0 - 
Erythromycine   0,4 72,0 0,0 87,0 0,4 77,0 0,05 80,0 0,002 72,0 
Autres 
macrolides 
7,5 - 21,9 - 3,1 - 1,6 - 0,005 - 
a : p-value<0,0001 comparé à l’hôpital et la maison de retraite ; b : p-value = 0,012 comparé à l’entrée et la sortie de la STEP ; - : Résistance aux antibiotiques non testée ; N : 
Nombre total de souches testées.
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Tableau 22: Résistance à l'érythromycine et distribution des gènes de résistance aux macrolides chez les 
entérococques 
Site 
Pourcentage d’isolats 
résistants à 
l’érythromycine1 
Pourcentage d’isolats résistants portant le gène 
erm(B) mef(A) 
erm(B) + 
mef(A) 
Autres 
Effluent 
hospitalier 
(N=49) 
72 75 0 25 0 
Effluent 
maison de 
retraite 
(N=48) 
87 85,7 4,8 0 9,5 
Effluent brut 
STEP 
(N=49) 
77 12,5 18,8 25 43,7
a
 
Effluent 
traité STEP 
(N=49) 
80 15,8 47,4 10,5 26,3
b
 
Rivière 
(N=50) 
72 6,7 6,7 0 86,7
c
 
a
 P < 0,0001 vs hôpital et maison de retraite 
b
 P < 0,0001 vs hôpital ; P = 0,28 vs maison de retraite ; P = 0,053 vs effluent brut STEP 
c
 P < 0,0001 vs hôpital, maison de retraite et effluents STEP 
1
 : Phénotypes résistants et/ou intermédiaire 
N : Nombre total de souches testées 
  
Tableau 23 : Occurrence d’intégrases de classe 1 (intI1) et profils phénotypiques de résistances aux 
antibiotiques chez les isolats d'E. coli de l'effluent de la maison de retraite pour la campagne de décembre 
2009. 
Nombre 
d’isolats 
intI1  
Nombre de 
résistances 
Profils phénotypiques 
1 - 1 TET 
2 1 1 TET 
13 - 1 NAL 
1 - 2 GEN, TET 
1 1 2 AMX, NAL 
1 1 2 CF, TET 
1 - 2 C, NAL 
1 - 2 AMX, TIC 
1 1 2 AMX, NAL 
1 - 3 C, TET, NAL 
1 1 3 CF, TET, SXT 
1 1 3 GEN, STR, TET 
1 - 3 AMX, TIC, TIM 
3 - 4 AMX, TIC, NAL, CIP 
1 1 5 AMX, TIC, TIM, SXT, NAL 
4 1 5 AMX, TIC, STR, TET, SXT 
2 1 5 AMX, TIC, TIM, TET, SXT 
5 1 6 AMX, TIC, TIM, STR, TET, SXT 
1 - 6 AMX, TIC, TIM, STR, GEN, KAN 
1 - 6 AMX, TIC, CF, STR, GEN, KAN 
1 1 8 AMX, TIC, TIM, STR, C, TET, SXT, NAL 
AMX: Amoxicilline; AMC: Amoxicilline + Acide Clavulanique; TIC: Ticarcilline; TIM: Ticarcilline + Acide 
Clavulanique; CF: Céfalotine; STR: Streptomycine GEN: Gentamycine; KAN: Kanamycine; C: 
Chloramphénicol; TET: Tetracycline; SXT: Sulfaméthoxazole + Trimethoprime; NAL: Acide Nalidixique; 
CIP: Ciprofloxacine. 
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5. Conclusions  
 En conclusion,  cette étude le long du continuum hospitalier démontre que (i) la 
contamination des environnements aquatiques par les molécules d’antibiotiques est 
consécutive aux prescriptions médicales (type de molécules) et dépend de la persistance des 
composés et/ou métabolites ; (ii) l’émergence de bactéries fécales antibio-résistantes résulte 
de la pression de sélection exercée lors du traitement médicamenteux chez l’hôte ; (iii) les 
concentrations mesurées dans les eaux (ng.L
-1
) sont insuffisantes pour exercer une pression de 
sélection responsable de l’émergence de bactéries résistantes aux antibiotiques (mg.L-1) ; (iv) 
l’occurrence en E. coli et Enterococcus antibio-résistantes diminue le long du continuum avec 
des souches hospitalières portant des supports génétiques (intégrons, gènes erm et mef) qui 
disparaissent au profit de souches probablement mieux adaptées à l’environnement 
aquatique ; et (v) à effet thérapeutique équivalent, il pourrait être préconisé de prescrire des 
molécules rapidement dégradées dans les eaux (ex : amoxicilline). 
En perspectives de ces travaux, des prélèvements de sédiments ont été réalisés en parallèle 
à un suivi de masse d’eau, à l’aval de la STEP jusqu’à la confluence avec la Seine afin 
d’étudier le devenir des résidus d’antibiotiques persistants adsorbées aux particules, et des 
bactéries fécales antibio-résistantes déposées sur les vasières, par la détection moléculaire de 
gènes d’antibio-résistance dans l’ADN total. 
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ABSTRACT 
To determine if hospital effluent input has an ecological impact on downstream aquatic 
environment, antibiotic resistance in Enterococcus spp. along a medical center-retirement 
home-wastewater treatment plant-river continuum in France was determined using a culture-
based method.  Data on antibiotic consumption among hospitalized and general populations 
and levels of water contamination by antibiotics were collected. All isolated enterococci were 
genotypically identified to the species level, tested for in vitro antibiotic susceptibility, and 
typed by multilocus sequence typing. The erm(B) and mef(A) (macrolide resistance) and 
tet(M) (tetracycline resistance) genes were detected by PCR. All along the continuum, from 
89 to 98% of enterococci, according to the sampled site, were identified as Enterococcus 
faecium. All E. faecium isolates from hospital and retirement home effluents were multiply 
resistant to antibiotics, contained erm(B) and mef(A) genes, and belonged to the hospital-
adapted clonal complex 17 (CC17). Even though this species remained dominant in the 
downstream continuum, the relative proportion of CC17 isolates progressively decreased in 
favor of other subpopulations of E. faecium, more diverse, less resistant to antibiotics, devoid 
of the classical macrolide-resistance genes, and belonging to various sequence types. 
Antibiotic concentrations in waters were far below the MICs for susceptible isolates. CC17 E. 
faecium were probably acquired in the gastro-intestinal tract of patients under the selective 
pressure of administered antibiotics and then excreted together with the resistance genes in 
waters to progressively decrease along the continuum. 
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INTRODUCTION 
Enterococci are gram-positive, opportunistic bacteria that inhabit the gastrointestinal tracts of 
humans and many animals. They are also widely present as fecal contaminants of food and as 
starter cultures for the production of cheese and fermented sausages. In humans, Enterococcus 
faecalis and Enterococcus faecium, are among the major causes of nosocomial infections 
worldwide. They are increasingly isolated from the bloodstream, urinary tract, and surgical 
sites. Although E. faecalis remains the predominant species, the proportion of E. faecium in 
clinical isolates has markedly increased (1). A reason for the increasing frequency of E. 
faecium as a cause of various infections could be its propensity for acquisition of antibiotic 
resistance genes. In particular, the prevalence of vancomycin-resistant enterococci (VRE) has 
been on the rise in the last decades. The antimicrobial pressure in a hospital environment 
would be the driving force for its selection. It is now considered that a distinct subpopulation 
consisting of hospital-adapted, ampicillin-resistant E. faecium strains has been a key factor for 
successful spread of multiply antibiotic resistant E. faecium (resistant or not to vancomycin) 
in hospitals. Molecular epidemiological surveys using DNA sequence typing (multilocus 
sequence typing – MLST) and phylogenetic analysis have shown that this subpopulation 
belongs to a limited number of sequence-types (ST) that could be grouped in a clonal 
complex, designated as CC17 (2, 3). Clones belonging to the CC17 lineage are mostly 
characterized by ampicillin and fluoroquinolone resistance (4) and possess a pathogenicity 
island harboring putative virulence genes esp and hylEfm coding for an enterococcal surface 
protein and a hyaluronidase, respectively (5). 
Massive antibiotic use in human and veterinary medicines taken as a whole is considered as 
the cause of the emergence of bacterial resistance regarded as a major problem for public 
health on a world-wide scale. In Europe, about 10,000 tons of antibiotics are consumed per
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year (6), equally for veterinary usage (growth promotion up to 2006, prophylaxis and 
treatment) and in human medicine. After antibiotic consumption, a large proportion of the 
administered antibiotics are excreted into the environment via urine and feces in metabolized 
and non-metabolized forms or coupled with polar molecules (7). Thus, these antibiotic 
residues that contaminate aquatic environments (8) may play a role in selection of antibiotic-
resistant bacteria. However, this is a controversial issue in part because the ecology of 
bacteria and their resistance genes in the agricultural and urban environment is poorly 
documented. 
In addition to putative selection pressure related to the input of antibiotics and their 
degradation products in waters, antibiotic-resistant faecal bacteria selected in humans and 
animals and released in effluents may also contaminate aquatic environments (9). In 
developed countries, the most important sources of antibiotic-resistant faecal bacteria are 
effluents of wastewater treatment plants (WWTP) (10). The second well-known contribution 
of antibiotic-resistant faecal bacteria is due to both soil leaching and run-offs, for which the 
quantities and the frequencies depend on the hydrology and the use of the watershed (11). 
Once released in environmental water, survival of enterococci depends on biotic and abiotic 
factors mainly their ability to overcome environmental stresses (oligotrophy, sunlight, 
salinity), the viral lysis, and protozoan predation. Moreover, persistence of enterococci in 
water is greatly influenced by their association to organic matter, such as biofilms on 
copepods or plankton (12, 13). However, little is currently known about the evolution of the 
contamination by both antibiotic compounds and antibiotic-resistant bacteria in aquatic 
environments from the source of contamination to the river.  
Recently, a multidisciplinary study associating chemists, hydrologists, and microbiologists 
was launched to investigate the relationship between the presence of antibiotics and that of
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antibiotic-resistant E. coli in waters along a medical center – WWTP – river continuum (4 
km) during a period of flu outbreak leading to increased antibiotic prescription by general 
practitioners (14). In this study, we used the same sampling datasets to obtain a deeper 
understanding of the changes of enterococcal populations and of their resistance to antibiotics 
along this continuum. 
 
MATERIALS AND METHODS 
Study sites and sampling strategy. Contamination by antibiotics and by the antibiotic-
resistant enterococci was investigated along a continuum formed by a medical center, a 
retirement home, a WWTP and a river in the North-West of France (Fig. 1). During a high 
epidemic period corresponding to maximal antibiotic use (flu outbreak, December 2009), 
samples were collected along the pathway from medical center effluents to a river (Table 1) 
using autosamplers (ISCO 6700s, Roucaire, Courtaboeuf, France). One sample was collected 
from each site. Effluent samples from the hospital (sampling site No. 1) and the retirement 
home (sampling site No. 2) were collected at two discharge points before the main sewer. 
Another site, located 4 Km away from the medical center, was the town’s wastewater 
treatment plant (WWTP), which collects the wastewaters of the medical center and of 9,058 
inhabitants. The WWTP treatment consisted in a primary treatment with a screen, an aerated 
grit-removal tank, and a primary clarifier. The secondary treatment was an activated sludge 
system and a second clarifier. Mean daily wastewater samples were collected at the entrance 
(sampling site No. 3) and the outlet (sampling site No. 4) of the WWTP. Sampling site No. 5, 
located 4.1 Km away from the medical center, was the WWTP discharge in the river (located 
at 4 meters from the WWTP outlet). Finally, the upstream of the river (sampling site No. 6) 
before the discharge of the WWTP was sampled independently. All the samples were 
collected as follows: hospital wastewaters (1 liter every hour for 24h), retirement home
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 wastewaters (1 liter every hour for 21h), WWTP influent and effluent (1 liter every hour for 
24h), the discharge of the WWTP in the river (1 liter every hour for 16h) and the upstream of 
the river (1 liter every hour for 24h). After the collection of 1 liter every hour, 250 mL from 
each sample flask (24 flasks of 1 liter) were pooled for analysis. Samples were collected in 
polyethylene flasks for microbiological analyses and in 4 glass and 2 amber glass flasks for 
chemical analyses. Samples were stored at 4 – 6°C and microbiological analysis was carried 
out within 8 hours. For chemical analysis, samples were first filtered and then frozen at -20°C 
until analysis was performed. 
Detection and quantification of antibiotics in water samples. The chemical 
analysis, using Solid Phase Extraction (SPE) coupled with Liquid Chromatography tandem 
Mass Spectrometry (LC-MS-MS) as previously described (14), was performed to determine 
levels of contamination by 34 antibiotics and relationship with antibiotic use. Chosen 
antibiotics were: 7 penicillins, 5 cephalosporins, 6 fluoroquinolones, 2 quinolones, 4 
tetracyclines, 10 sulfonamides, a dihydrofolate reductase inhibitor (trimethoprim), and 5 
macrolides (14). The antibiotic consumption data were obtained from pharmacists both in the 
hospital and in the community (6 pharmacies) (14).  
Isolation of enterococci. Enterococci were counted using membrane filtration methods (0.45 
µm HA047 Millipore, Bedford, MA, USA). Filters were placed on a selective chromogenic 
agar specific for enterococci (Rapid’Enterococcus, Biorad, Marnes-la-Coquette, France) and 
incubated for 48 h at 44°C. Blue colonies were then isolated on a Slanetz medium incubated 
for 48 h at 44°C. The threshold value for countingin water was 10 CFU per 100 ml. A 
maximum of 50 colonies randomly selected were studied for each sample site. Enterococcal 
isolates were stored at -80°C for further studies. A total of 240 enterococci isolated along the 
hospital continuum were thus collected . 
  
 
Chapitre 1 
62 
Identification of enterococci and antibiotic susceptibility testing. Identification of 
enterococci was performed as follows. Enterococci were identified by using API Strept 
galleries (bioMérieux, La-Balme-les-Grottes, France). Identification of E. faecalis, E. faecium, E. 
gallinarum, and E. casseliflavus was confirmed by a multiplex PCR using primers specific for the 
ddl genes (encoding a bacterial ligase) of these species, as previously described (15). 
For the other enterococcal species that yielded negative PCR results, in particular 
Enterococcus hirae, Enterococcus durans, and Enterococcus avium, a DNA fragment internal 
to the sodA gene was amplified and sequenced, as previously described (16). 
Susceptibility of enterococci to antibiotics was tested by the agar diffusion method 
according to the recommendations of the Comité de l’Antibiogramme de la Société Française 
de Microbiologie (CA-SFM) (http://www.sfm-microbiologie.org). The antibiotic disks and 
Mueller-Hinton medium were from BioRad and the tested antibiotics were: ampicillin, 
chloramphenicol, ciprofloxacin, erythromycin, gentamicin, kanamycin, lincomycin, linezolid, 
rifampin, streptomycin, tetracycline, and vancomycin. Bacteria were classified as susceptible, 
intermediate, or resistant according to the CA-SFM recommendations. E. faecalis CIP103214 
(ATCC29212) was used as a quality control strain.  
PCR of resistance genes. Isolates resistant to antimicrobials were tested for the 
presence of resistance genes by PCR. Specific oligonucleotide primers previously described 
were used to amplify the major resistance genes of resistance to macrolides and tetracyclines 
usually detected in clinical isolates of enterococci (17, 18). The erm(B) gene (encoding a 
ribosomal methylase) and the mef(A) gene (encoding an efflux pump belonging to the Major 
Facilitator Superfamily, MFS) conferring resistance to macrolides, and the tet(M) gene 
conferring resistance to tetracyclines were amplified. The strains of Streptococcus 
pneumoniae HM30 [erm(B), tet(M)] and S. pneumoniae [mef(A)] were used as PCR positive 
controls. PCR conditions were as previously described (17, 19). 
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MultiLocus Sequence Typing. MLST assays based on polymorphism of seven housekeeping 
genes (atpA, ddl, gdh, purk, gyd, pstS, and adk) were performed as previously described (2). 
Different sequences were assigned allele numbers and different allelic profiles were assigned 
sequence types (STs) based on the E. faecium MLST database (http://efaecium.mlst.net). The 
e-burst software was used to define clonal complexes (20). 
Statistical analysis. The percentages of enterococci resistant to ampicillin and those carrying 
the erm(B) or mef(A) genes in the water samples were compared using the Fisher’s exact test. 
Tests were carried out using the GraphPad software (GraphPad, San Diego, CA). P ≤ 0.05 
was considered as statistically significant. 
 
RESULTS 
Water contamination by enterococci. Water contamination by enterococci was investigated 
along the hospital – retirement home – WWTP – river continuum (Fig. 1). Abundance of 
Enterococcus along the continuum decreased from 6.5
.
10
6
 CFU.100 mL
-1
 in the hospital 
effluent to 3.7
.
10
2
 CFU.100mL
-1
 in the WWTP plume (river), with flows of 1 m
3
.h
-1
 (hospital 
effluents) to 23,6 m
3
.s
-1
 (river) (Table 1). The species diversity was low and E. faecium was 
largely predominant throughout the continuum (Table 1), with a few isolates of E. faecalis, 
Enterococcus durans, and Enterococcus hirae. 
Resistance to antibiotics in enterococci. Along the continuum, no isolate was resistant to 
vancomycin or to linezolid. One hundred % and 87.5% of isolates (all enterococcal species 
combined) were resistant to penicillins in hospital and retirement home effluents, respectively 
(Table 2). By contrast, only 19.1% and 19% isolates from WWTP inflow and effluent were 
resistant to ampicillin, respectively (P<0.0001). Finally, in the receiving river (sampled site 
No. 5), the frequency of resistance to ampicillin was only 4% (P<0.0001 compared to hospital 
and retirement home; P=0.012 compared to WWTP). 
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Similarly, high level resistance to fluoroquinolones, defined by growth at the contact of the 
ciprofloxacin disk by the disk-diffusion method was detected in 100% and 75% of 
enterococcal isolates from retirement home and hospital effluents, respectively, and 15.6%, 
17%, and 5% from WWTP inflow, WWTP effluents, and river, respectively. No isolate from 
hospital effluents was resistant to tetracyclines, whereas a small proportion of resistant 
isolates was detected in the effluents of the retirement home (21%), WWTP (influent 28%, 
effluent 26%) and in the river (24%). Proportion of isolates non susceptible to erythromycin 
exceeded 70% throughout the continuum (Table 2). However, differences in the levels of 
resistance to erythromycin were observed, depending on the sampled site. All non-susceptible 
isolates from the hospital and retirement home effluents displayed high level resistance to 
erythromycin (defined by growth at the contact of erythromycin disk) whereas most from 
WWTP effluents and river were intermediately resistant to erythromycin. The changes in 
multiple resistance to antibiotics (resistance to high levels of ampicillin, fluoroquinolones, 
and erythromycin) were mostly observed in the E. faecium isolates that were predominant 
throughout the continuum, suggesting corresponding variations in sub-populations of E. 
faecium.  
Macrolide and tetracycline resistance genes in enterococci. Since E. faecium was the 
majority species, all subsequent studies were done on isolates belonging to this species. The 
mechanisms explaining the resistance displayed by the great majority of E. faecium differed 
according to the sampled site (Table 3). Detection by PCR of the antibiotic resistance gene 
content of isolates showed that the erm(B) gene was present in more than 75% of isolates in 
hospital and retirement home effluents. The prevalence of this gene decreased along the 
continuum to reach only 6.7% of isolates from the river. The efflux gene mef(A), alone or 
combined, was more prevalent in the WWTP (43.8% in influent and 57.9% in effluent) than 
in the hospital and retirement home effluents (25% and 4.8%, respectively). 
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Obviously, other mechanisms of resistance than ribosomal methylation by an Erm(B) 
methylase or efflux by a Mef(A) pump were responsible for resistance to macrolides in the 
majority of isolates from WWTP effluents and river.  
Resistance to tetracyclines was mostly explained by the presence of the tet(M) gene 
present in 100% of tetracycline-resistant isolates of retirement home effluents, 92.3% and 
83% of WWTP influent and effluent isolates, respectively, and 86.7% of river isolates. Few 
E. faecium isolates were resistant to high levels of gentamicin (hospital effluents, n=5; 
WWTP influent, n=3; WWTP effluent, n=2; river, n=1), except in the retirement home 
(n=10).  
Sequence types. Twelve to 15 E. faecium isolates per site were studied by MLST 
(Table 4). All isolates from the hospital and retirement home effluents belonged to the ST78 
that is part of the clonal complex CC17, typically including hospital-adapted and outbreak-
associated isolates. The presence of ST78 or of other STs belonging to the CC17 complex was 
also detected in the downstream continuum but the isolates were in minority. By contrast, E. 
faecium isolates from the downstream continuum belonged to various STs, including some 
that have never been reported before. The greater diversity was observed in the river. Some 
STs of isolates from WWTP and river were grouped in sequence-types that were previously 
characterized by phylogenetic analysis as associated to poultry and pigs (ST266, ST29, and 
ST178) (3). 
Antibiotic consumption and contamination of water by antibiotics.  Antimicrobial 
consumption data have been presented in details elsewhere, except those for macrolides, 
presented herein for hospital and retirement home and can be summarized as follows (14, 
Table 5). During the study period, three antibiotic families were mostly prescribed at the 
hospital: -lactams (penicillins and cephalosporins), quinolones, and macrolides. In addition, 
a few sulphonamides and tetracyclines were also prescribed. At retirement home, -lactams,
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quinolones, and, at a lesser extent, macrolides were prescribed. The most prescribed antibiotic 
family (penicillins) was detected in effluents at low concentrations, which can be explained 
by an important degradation of penicillins in water, essentially by hydrolysis (21). By 
contrast, quinolones, cephalosporins, and macrolides, less prescribed but more stable, were 
detected at relatively high concentrations, respectively 141 ng/ml, 161 ng/ml, and 7.5 ng/ml in 
hospital effluents (Table 3). Of note, although not or poorly prescribed, tetracyclines and 
sulfonamides were detected in hospital effluents and in retirement home effluents, 
respectively. The presence of these molecules could be explained by uncontrolled inputs such 
as those from staff members (100 persons per day) and/or visitors.  
 
DISCUSSION 
 
Enterococci and E. coli are used as fecal indicator bacteria, reflecting the human health risk in 
drinking and recreational waters (22). In this study, the fate of enterococci resistant to 
antibiotics in relation to the presence of antibiotics in water was monitored from a medical 
center to a river.  
E. faecium was largely dominant throughout the continuum as the dominant species. The 
under-representation of the other species, in particular E. faecalis, was unexpected. However, 
sampling of the river (site No. 6, Fig.1) upstream from the human continuum using the same 
methodology showed, as expected, a greater biodiversity and a predominance of E. faecalis, 
with 50% of E. faecalis, 20% of E. faecium, 14% of E. casseliflavus, 7% of E. durans, and 
2% of E. avium (data not shown).  Therefore, the predominance of E. faecium appeared to be 
particular to this continuum. However, since sampling was performed only in December, we 
cannot rule out the influence of seasonal variations not only on the amounts of enterococci in 
water but also on the relative proportion of the various enterococcal species
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(23). In a recent study, persistence of enterococci in winter months in water was dependent 
upon the bacterial species (24). In particular, E. hirae was able to replicate in the environment 
at a high rate even in winter. However, this species was not prevalent in our study. The 
predominance of E. faecium was related to human activity in certain studies. In Canadian 
surveys, it has been shown that E. faecalis was dominant in waters of agricultural areas and in 
domesticated mammals and birds, and wildlife feces, whereas E. faecium was dominant 
among wastewater isolates (25, 26). In a municipal WWTP from Poland, E. faecium was also 
predominant (60.8% of enterococci) (27). Finally, in a recent study, E. faecium represented 
the vast majority of enterococci that were detected in the sediments of the lake of Geneva 
(Switzerland) that is subjected to extensive microbial contamination by WWTP outlet 
discharges and rivers (28).  
In our study, E. faecium from the effluents of hospital and retirement home were highly 
resistant to penicillins, cephalosporins (intrinsic resistance), and fluoroquinolones. Factors 
that might lead to selection of particular groups of antibiotic-resistant enterococci in 
environment are i/ antibiotic consumption by humans and animals that results in excretion of 
resistant bacteria mostly by feces and ii/ the presence of antibiotics in water that can create or 
maintain the selective pressure. The concentration of fluoroquinolones (0.14 ng/ml) and 
cephalosporins (0.16 ng/ml) in hospital effluents was far below the MICs for susceptible 
enterococci [MIC greater than 16 µg/ml for cephalosporins and equal to 1 or 2 µg/ml for 
ciprofloxacin, the most active fluoroquinolone (29)] and much more below those for resistant 
enterococci. However, it has been postulated that sub-MICs may have selective effects 
leading to enrichment of environment by antibiotic-resistant bacteria (30, 31). In a recent 
publication, minimum selective concentrations for resistant E. coli and Salmonella spp. were 
100 pg/ml and 15 ng/ml, for ciprofloxacin and tetracycline, respectively (32). These 
concentration levels were detected in the hospital and retirement home effluents and may have
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contributed to select resistant strains. By contrast, in the downstream effluents, antibiotic 
concentrations were very low and contribution of the free antibiotic concentrations in water to 
maintain a selective pressure against the multiply resistant enterococci was unlikely. 
However, we cannot exclude the presence of higher concentrations of antibiotics associated 
with sediments or particles in waters as previously reported for quinolones marine sediments 
(33). Most likely, antibiotic-resistant bacteria have been selected in the gut of patients by 
these antibiotics highly prescribed in these healthcare settings. The resistant bacteria would 
then have been excreted in effluents. However, no screening of hospitalized patients’ stools 
has been carried out to confirm this hypothesis and no E. faecium outbreak has been notified 
by the hospital. The typing of all E. faecium isolates from hospital and retirement as ST78, a 
typical sequence-type of the complex CC17 associated with hospital outbreaks, supports this 
hypothesis. The reason for the high frequency of high-level resistance to gentamicin in 
enterococci from retirement home as compared to low frequency in isolates from the other 
sampled sites, including hospital, remained unknown. Although aminoglycosides were rarely 
prescribed in the retirement home (data not shown), resistance of isolates to high levels of 
gentamicin might have been co-selected by -lactams or fluoroquinolones and then spread.  
Although E. faecium isolates were multiply resistant to antibiotics, none was resistant to 
vancomycin. This might be related to a low prevalence of resistance to vancomycin in France 
(34, EARSS web site; http://www.ecdc.europa.eu/en/activities/surveillance/EARS-
Net/database/Pages/ map_reports.aspx), in contrast to other European countries and the USA 
(35). Recently, in Ireland where the prevalence of resistance to vancomycin in clinical isolates 
of E. faecium reaches 44%, VRE were detected in the outflow of a wastewater treatment plant 
and in a single rural drinking water supply (36). A similar observation was reported in 
wastewaters from the south coast of England (37) and in Portugal (38), two countries with 
high prevalence of VRE. 
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Our study showed that there was no significant differences in the proportions of E. 
faecium between the inflow and the effluent from WWTP and therefore that wastewater 
treatment did not result in a specific removal of E. faecium. The same observation has been 
done previously for VRE (38, 39). However, it should be noted that the WWTP inflow 
contained a decreased proportion of CC17 E. faecium as compared to medical center 
effluents, in relation either to a poor survival of CC17 isolates in water or more likely to 
dilution by other types of E. faecium. A greater diversity of E. faecium STs was observed and 
only few isolates were resistant to ampicillin and fluoroquinolones. Except for CC17 isolates, 
no link based on clonal groups to a particular host could be found. 
Downstream, in the river, a greater diversity of enterococcal species and of E. faecium 
STs was noted. Some E. faecium isolates displayed STs belonging to clonal complexes 
associated with pig isolates (3). The percentages of resistance to ampicillin and to high levels 
of ciprofloxacin continued to decrease, although not significantly as compared to WWTP. 
However, CC17 E. faecium isolates still persisted in the WWTP plume, but at very low 
counts. Again, a dilution effect likely contributed to the relative disappearance of the multiply 
resistant isolates. It should be noted that although the percentage of resistance to macrolides 
remained high throughout the continuum (Table 3), the level of resistance progressively 
decreased from high to intermediate.  
The persistence in waters of bacteria with mobile resistance genes presents a hazard for 
transfer of resistance genes to pathogenic bacteria and further dissemination. Resistance to 
ampicillin and to fluoroquinolones in enterococci is considered as non transferable since it is 
commonly related to mutations in chromosomal genes, namely the pbp5 gene and the gyrA 
and parC genes, respectively. By contrast, resistance to macrolides and tetracyclines in 
enterococci from humans and animals is often borne by mobile genetic elements bearing the 
erm(B) and tet(M) genes, respectively (18, 39) and may be acquired by other Gram-positive
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pathogens. Beyond the snapshot provided by the study of antibiotic-resistance genes at a 
given moment in specific reservoirs, the occurrence and the fate of the antibiotic-resistance 
genes flux in nature should be monitored, which is currently difficult to perform. In hospital 
and retirement home effluents, high-level resistance to erythromycin is mostly explained by 
the presence of the classical erm(B) gene alone or combined with the efflux mef(A) gene. 
These genes are shared by other Gram-positive human pathogens, such as Streptococcus 
pneumoniae and Streptococcus pyogenes (40). In the rest of the continuum, the prevalence of 
these genes decreased together with the prevalence of ampicillin-, ciprofloxacin-resistant 
isolates. In the WWTP plume, these genes rarely accounted for resistance to erythromycin, 
still expressed by a majority of isolates. The other mechanisms responsible for resistance to 
erythromycin were not investigated in this study.  
Our data are consistent with those obtained previously for E. coli in the same 
continuum at the same period (14). Antibiotic-resistant E. coli were detected in medical 
centers effluents that originated from patients. Along the continuum, the occurrence of E. coli 
resistant to antibiotics and those carrying class 1 integrons significantly decreased in water 
samples. 
In conclusion, we have observed in hospital and retirement home effluents the presence of 
ampicillin-, ciprofloxacin-resistant enterococci bearing acquired macrolide resistance genes 
with an overwhelming representation of E. faecium belonging to the CC17 complex. These 
bacteria would have been acquired in the gastro-intestinal tract of patients under the selective 
pressure of administered antibiotics and then excreted together with the resistance genes in 
waters were they may be initially maintained by low antibiotic levels. Although the species E. 
faecium remained dominant in the downstream continuum, the proportion of CC17 
spontaneously started to decrease before passage through the WWTP in favor of other 
subpopulations of E. faecium more diverse, less resistant to antibiotics, devoid
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of the classical macrolides-resistance genes, and belonging to various STs. Their original host 
could not be identified in most cases, although some isolates came probably from animal 
reservoirs, pigs and poultry. Although free antibiotics were detected in downstream waters, 
their barely detectable levels would unlikely allow selection of resistant enterococci. 
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Figure 1. Sampled sites. The sampled sites are indicated by numbers. The water flow is 
shown by arrows. Dashed lines indicate pipes. 
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Table 1. Contamination of water by enterococci along the medical center - WWTP- river continuum. 
 Retirement home
 a
 Hospital
 b
 
                        WWTP 
River 
   Influent Effluent WWTP plume 
Anthropic pressure 
180 beds 87 beds 9,058 inhabitants nr
 c
 
Density of enterococci  
(CFU. 100mL
-1
) 
 
2.6 ± 1.6 x 10
5
 
 
6.5 ± 0.1 x 10
6
 
 
7.0 ± 0.4 x 10
5
 
 
1.4 ± 0.2 x 10
4
 
 
3.7 ± 1.0 x 10
2
 
Number of tested 
enterococci 
49 48 47 46 45 
Proportion of E. faecium 
(%) 
98 98 96 91 89 
Proportion of E. faecalis 
(%) 
0 2 0 0 0 
Proportion of E. durans (%) 0 0 2 0 7 
Proportion of E. hirae  (%) 2 0 2 9 4 
a 
 mean resident time 10 years; 
b 
 mean resident time 4 to 28 days; 
c
 nr, not relevant 
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Table 2.Contamination of water by antibiotics and percentages of resistance to antibiotics in enterococci. 
Antibiotic class 
Sampled site 
 No. 1 Hospital No. 2 Retirement home No. 3 WWTP inflow No. 4 WWTP effluent No. 5 WWTP plume 
 
Concentration 
(ng/ml) 
% of 
resistant 
enterococci 
Concentration 
(ng/ml) 
% of 
resistant 
enterococci 
Concentration 
(ng/ml) 
% of 
resistant 
enterococci 
Concentration 
(ng/ml) 
% of 
resistant 
enterococci 
Concentration 
(ng/ml) 
% of 
resistant 
enterococci 
Penicillins 0 100.0 0.7 87.5 0.0 19.1 0.0 19.0 0.0 4.0
a,b
 
Cephalosporins 161 -
 c
 0.0 - 0.0 - 0.0 - 0.0 - 
Fluoroquinolones 141 75.0 59 100.0 0.4 15.6 0.14 17.0 0.001 5.0 
Tetracyclines 1 0.0 0 21.0 0.15 28.0 0.01 26.0 0.0 24.0 
Macrolides 
7.9 72.0 21.9 87.0 3.5 77.0 2.1 80.0 0.007 72.0 
a : p-value<0.0001 compared to hospital and retirement home ; b : p-value = 0.012 compared to WWTP; c: -, antibiotic resistance not tested. 
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Table 3. Resistance to erythromycin and distribution of macrolides resistance genes 
according to the site. 
 
Site Percentage of 
isolates non 
susceptible to 
erythromycin
a
 
Percentage of isolates with antibiotic resistance gene 
  erm(B) mef(A) erm(B) + 
mef(A) 
Other 
No. 1 
Hospital 
72 75 0 25 0 
No. 2 
Retirement 
home 
87 85.7 4.8 0 9.5 
No. 3 WWTP 
influent 
77 12.5 18.8 25 43.7
 b
 
No. 4 WWTP 
effluent 
80 15.8 47.4 10.5 26.3
 c
 
No. 5 WWTP 
Plume 
72 6.7 6.7 0 86.7
 d
 
a
 Intermediate and resistant isolates 
b
 P<0.0001 vs hospital and retirement home. 
c
 P<0.0001 vs hospital; P=0.028 vs retirement home; P=0.053 vs WWTP influent 
d
 P<0.0001 vs hospital, retirement home, WWTP influent and effluent. 
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Table 4. Sequence-types of E. faecium isolates determined by MLST. Assignment to host 
reservoir was according to Willems (3). 
Site (no of 
studied 
isolates) 
Sequence-type (no of isolates) 
 Hospital-adapted 
(CC17 types) 
Poultry-
type 
Human 
commensals, 
pig-type 
Others 
No. 1 
Hospital (13) 
ST78 (13) 
 
   
No. 2 
Retirement 
home (15) 
ST78 (15)    
No. 3 
WWTP 
influent (14) 
ST18 
ST78 
  ST291, ST264, ST330, 
No. 4 
WWTP 
effluent (14) 
ST78 (3), ST18  ST178 ST22, ST32 (3), 
ST new1, STnew2(2), 
STnew3 
No. 5 
WWTP 
plume (12) 
ST78 
ST402 
ST165 
ST266, 
ST29 (2), 
 ST22,ST32 (2), ST12, 
ST39, ST78,ST165, 
ST253, ST402, 
STnew4 (2) 
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Table 5. Antibiotic consumption  
Antibiotic (g) Hospital
a
 
Retirement 
home
a
 
Community
b
 
Glycopeptide (vancomycin) 0 0 n.a
c
 
β-lactams    
Ampicillin/Amoxicillin 1930 544 258430 
Cloxacillin 0 16 736 
Cephalosporins 453 0 3444 
Fluoroquinolones 115 0 980 
Tetracyclines 1.1 0 1562 
Macrolides 75 20 n.a 
a
: antibiotic consumption one month before sampling 
b
: antibiotic consumption from October 2009 to March 2010 
c
n.a: not available 
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Chapitre 2 : 
Devenir des antibiotiques et des populations d’Escherichia coli et d’Enterococcus 
spp. le long d’un continuum exploitation bovine –zone urbanisée 
 
  
Chapitre 2 
86 
1. Contexte 
A l’échelle d’un bassin versant, l’usage des sols par les hommes et les animaux est un 
facteur déterminant de la contamination microbiologique des eaux de surface [Mallin et al., 
2000 ; Didonato et al., 2009 ; Lyautey et al., 2010]. Des études menées sur la qualité des eaux 
douces et côtières ont montré que les densités en Escherichia coli et Enterococcus étaient 
directement liées à l’urbanisation, le nombre et la proximité des animaux d’élevage et l’ordre 
de la rivière [Mallin et al., 2000 ; Lyautey et al., 2010]. Des analyses de diversité des 
populations d’E. coli et Enterococcus, sur la base de méthodes d’empreintes moléculaires 
(rep-PCR, PFGE, ribotypage), de la composition en espèces et/ou de l’antibio-résistance, ont 
démontré l’impact de l’usage des sols sur l’abondance et la structure des populations 
circulantes dans les environnements aquatiques [Webster et al.,  2004 ; Ratajczak et al., 
2010 ; Lyautey et al., 2010 ; Brownell et al., 2007]. L’étude d’E. coli et d’Enterococcus, sur 
la base de l’indice de Shannon-Weiner, montre une plus grande diversité des populations lors 
d’un évènement pluvieux et une plus forte similarité en période sèche  [Brownell et al., 2007]. 
Cette étude montre que, en absence d’évènements de contaminants récents, les sous-
populations d’E. coli et d’Enterococcus retrouvées dans les eaux seraient plus adaptées à cet 
environnement considéré alors comme leur habitat secondaire. Une étude sur quatre années à 
l’échelle d’un bassin versant canadien (3900 Km2) a montré qu’entre 3 à 6 génotypes, selon la 
méthodologie utilisée, sont dominants au sein de la population de 21 307 isolats d’E. coli 
[Lyautey et al., 2010]. Ces génotypes correspondraient à des souches persistantes provenant 
des animaux d’élevage ou sauvages, et des hommes, principales sources de contamination de 
ces eaux. Dans cet environnement aquatique, la contamination en bactéries fécales antibio-
résistantes est aussi fonction de la pression anthropique exercée sur le bassin versant. 
L’occurrence de souches d’E. coli résistantes aux antibiotiques sera plus élevée dans les eaux 
à l’aval d’un rejet ponctuel, impacté par des ruissellements et lessivages de sols pâturés lors 
d’évènements pluvieux, que dans les eaux d’un bassin versant forestier [Webster et al., 2004 ; 
Ratajczak et al., 2010]. 
 
2. Objectif 
 L’objectif de ce deuxième chapitre est d’étudier la contamination en résidus 
d’antibiotiques et le devenir des populations d’E. coli et d’Enterococcus en fonction d’un 
gradient de pression anthropique exercée sur un bassin versant le long d’un continuum
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Figure 19: Cartographie de l'usage des sols et stratégie d’échantillonnage le long du bassin versant de la 
Tourville. Les sites échantillonnés sont numérotés de 1 à 4 d’amont en aval du bassin versant. 
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exploitation bovine – zone urbanisée, et pour des pratiques d'élevage contrastées : stabulation 
ou pâturage des bovins. 
 
3. Démarche et stratégie expérimentale 
3.1. Site d’étude et stratégie d’échantillonnage 
 Cette étude a été menée sur un réseau hydrographique de 10 Km composé de deux 
cours d’eau d’ordre de Strahler8 2 (Sébec, Selles) qui alimentent le cours d’eau principal 
d’ordre de Strahler 3 (Tourville), lui-même affluent d’une rivière d’ordre de Strahler 4 (Risle), 
exutoire final du bassin versant (Figure 19). Ce bassin, d’une superficie de 52 Km2 avec une 
pente de 1,45%, est soumis à un climat océanique : 674,8 mm de pluies cumulées par an et 
une pluviométrie de variant de 16,0 mm à 134,4 mm par mois. L’hydrosystème étudié se 
caractérise par un fort gradient de pression anthropique exercée sur son bassin versant le long 
d’un continuum exploitations bovines (200 ou 450 bovins / 278 ou 395 habitants) – zone 
urbanisée (9058 habitants / 57 bovins). L’amont du bassin versant est majoritairement 
composé de zones pâturées (47,8% de la surface totale), de terres cultivées pouvant être 
amendées par du fumier (38,0% de la surface totale) et des zones forestières (11,0% de la 
surface totale), alors que l’aval est dominé par une zone urbaine (3,2% de la surface totale) 
(Tableau 24). Le site amont n°1 (Sebec) est localisé dans une zone forestière à l’aval (4Km) 
d’une ferme qui exploite 200 bovins (ferme 1). A 2 Km en aval, le site n°2 (Selles) est à 50m 
d’une ferme avec un cheptel de 450 bovins (ferme 2). Le troisième site (Tourville, n°3), situé 
à 5 Km du site amont, collecte toutes les eaux du bassin versant. Ce site se localise à l’entrée 
de la zone urbaine et à proximité d’une structure scolaire (500 personnes) avec un 
assainissement non collectif défectueux, datant de 1954. Le dernier site en zone urbaine 
(Risle, n°4) est localisé à la confluence entre la Tourville et la Risle. Le long de ce continuum, 
la densité bovine évolue inversement à la densité humaine. En conséquence, à l’amont, les 
apports en bactéries fécales seront essentiellement dus aux ruissellements et lessivages des 
sols pâturés, ou des zones de dépôts du fumier en période de stabulation, qui s’additionnent à 
des apports de fosses septiques. L’efficacité du traitement des eaux usées évolue le long du 
continuum avec des fosses septiques exclusivement à l’amont et une station d’épuration à 
l’aval qui traite les effluents de la zone urbanisée, déjà étudiée dans le chapitre 1. Toutefois, 
                                                 
8
 Classification qui attribue la valeur 1 à un cours d’eau qui ne possède pas d’affluent. Par la suite, un cours 
d’eau « n + 1 » est la résultante de la confluence de deux drains « n ». 
  
Tableau 24: Contamination en E. coli et Enterococcus dans les eaux le long du continuum exploitation agricole – zone urbanisée.  
Proxy environnementaux Sebec Selles Tourville Risle 
Type de bassin versant         
Taille (Km
2
) 16 8 51 2000 
Usage des sols Pâturage / Forêt Pâturage Pâturage / Zone urbaine Zone urbaine 
Ordre de la rivière 2 2 3 4 
Pression humaine         
                Nombre d’habitants1 278 396 2284 11342 
T
ra
it
em
en
t 
d
es
 e
au
x
 
u
sé
es
2
 
Non traité 0
a
 16 21 65 
Fosses septiques N (n) 92
a
 159 (42) 168 (45) 97 (29) 
STEP 0 0 0 945 
Animaux d’élevage         
Bovins
1
 200 450 +/- 10 4592 4649 
Proximité de la source de contamination 4000m 50m > 500m > 2000m 
Pratiques Stabulation Pâturage Stabulation Pâturage Stabulation Pâturage Stabulation Pâturage 
Animaux sauvages         
Sanglier ++ + +/- - 
Chevreuil + +/- - - 
Conditions hydrologiques         
Pluviométrie
3
 (mm) 27,2
b
 18,2
c
 27,2
b
 18,2
c
 27,2
b
 18,2
c
 27,2
b
 18,2
c
 
Contamination fécale (CFU.100mL
-1
)         
Escherichia coli 1,1±0,1
.
10
3
 7,0±0,1
.
10
2
 1,9±0,6
.
10
3
 1,3±0,1
.
10
3
 2,8±0,1
.
10
3
 1,4±0,4
.
10
3
 5,8±0,4
.
10
3
 1,4±0,5
.
10
4
 
Enterococcus spp. 3,0
.
10
3
 4,0
.
10
1
 9,7
.
10
3
 1,2±0,8
.
10
2
 2,1
.
10
3
 2,9±0,3
.
10
2
 7,4
.
10
3
 8,1±1,6
.
10
2
 
E. coli / Enterococus 0,37 17,5 0,2 10,8 1,3 4,8 0,78 17,2 
1: Densités humaine et animale à l’amont du site échantillonné ; 2 : Valeurs en nombre d’habitations ; 3: Pluviométrie 5 jours avant l’échantillonnage ; N : Nombre de fosses 
septiques ; n : Nombre de fosses septiques défectueuses ; 
a
: Valeurs estimées; 
b
: Pluviométrie pendant la période de stabulation des bovins (Novembre 2009); 
c
: Pluviométrie 
pendant la période de pâturage des bovins (Juin 2010). ++, +, +/-, -: fréquence d’animaux sauvages sur le bassin. 
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dans la zone urbaine à 600 m à  l’amont du quatrième site (Risle), des rejets directs d’eaux 
usées ont été identifiés (Tableau 24). L’ensemble de ces données a été intégré dans une 
cartographie SIG (Système d’Information Géographique) afin de caractériser la vulnérabilité 
des eaux de ce bassin versant à la contamination en antibiotiques et bactéries fécales antibio-
résistantes. Une approche analogue a été utilisée pour caractériser la vulnérabilité des sols à la 
contamination par les antibiotiques à l’échelle européenne par de la Torre et al. (2012). 
 Afin d’étudier l’impact des pratiques de l’élevage bovin, deux campagnes de 
prélèvements (4 sites) ont été effectuées en période de stabulation (automne), ou de pâturage 
(printemps), à l’aide de collecteurs automatiques (ISCO®) afin d’obtenir un échantillon 
moyenné sur 24h (Figure 19). Ces deux campagnes ont été réalisées pour des conditions 
hydrologiques similaires avec des apports par ruissellements au voisinage immédiat des cours 
d’eau (Figure 20). L’hydrogramme de la Risle, exutoire final du bassin versant, montre 
l’influence rapide de la pluviométrie et des ruissellements associés sur l’augmentation du 
débit. Les quatre sites ont été équipés de sondes multi-paramétriques (turbidité, conductivité, 
hauteur d’eau, pression, température) pour permettre des mesures à haute fréquence (pas de 
temps : 15min). Le site de la Selles a été équipé d’un pluviomètre. 
 
3.2. Consommation en antibiotiques 
 La collaboration avec l’éleveur et le vétérinaire du site n°2 a permis d’accéder aux 
données en antibiotiques (pratique d’élevage raisonnée) pour les deux périodes 
échantillonnées. Les prescriptions de l’exploitation localisée à 4 Km ne sont pas disponibles. 
 
3.3. Analyses chimiques et microbiologiques 
La détection et la quantification des résidus d’antibiotiques, l’étude de la structure des 
populations et la caractérisation des phénotypes d’antibio-résistance d’E. coli et 
d’Enterococcus (pour la période de pâturage), y compris les gènes correspondants, ont été 
réalisées selon les méthodes décrites dans le chapitre 1 et la section « Matériel et Méthodes ».  
De façon analogue au chapitre 1, les travaux en microbiologie ont bénéficié de la 
complémentarité des approches développées en microbiologie environnementale (UMR 
CNRS 6143 M2C) et en épidémiologie d’E. coli (E. Denamur, O. Clermont) ou 
d’Enterococcus (R. Leclercq). La recherche d’E. coli pathogènes a été effectuée, à l’INSERM 
U722, par la détection moléculaire des gènes codant les facteurs de virulence impliqués dans 
les infections intra-intestinales. Pour les analyses microbiologiques, les volumes d’eau et le  
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Figure 20: Débit de la Risle ( ), pluies cumulées ( ) et pluviométrie ( ) au cours d’une année 
hydrologique. Les focus ont été réalisés durant les deux campagnes d’échantillonnage : en automne lors de la 
stabulation des bovins (1) et au printemps lors du pâturage des bovins (2). Les périodes d’échantillonnage sont 
indiquées par les flèches noires. 
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nombre de filtrations ont été ajustés afin d’obtenir au moins 35 souches par site et par 
campagne tout en veillant à avoir au moins 5 colonies par filtre. 
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4. Résultats et discussion 
4.1. Consommations en antibiotiques et contamination des eaux par les résidus 
d’antibiotiques 
 Pour les deux périodes échantillonnées, la contamination par les résidus 
d’antibiotiques ne dépassent jamais 5 ng.L-1, à l’exception de la spiramycine sur le site de la 
Risle (22,8 ng.L
-1
, juin 2010) et la roxithromycine sur celui du Sébec (7 ng.L
-1
, novembre 
2009). Ces résultats sont en accord avec les valeurs observées à l’échelle du bassin versant de 
la Seine [Tamtam et al., 2008]. Le nombre de molécules quantifiées augmentent le long du 
gradient d’urbanisation avec 4 à 5 molécules à l’amont et 11 à 12 à l’aval (Tableau 25). 
Comme déjà observé dans les eaux du continuum hospitalier, l’absence de β-lactamines 
s’explique par leur faible stabilité dans le milieu récepteur (hydrolyse).  
 Sur le site de la Selles (n°2), il a été possible d’étudier la relation entre la 
contamination des eaux et les quantités d’antibiotiques utilisées pour le traitement du cheptel. 
En comparaison avec les données de consommation obtenues pour le continuum hospitalier 
(chapitre 1), les quantités prescrites sont 100 à 1000 fois inférieures à celles utilisées en 
médecine humaine. Aucune des molécules consommées n’a été détectée dans l’eau (Tableaux 
25 et 26). Ces résultats s’expliquent par (i) le faible nombre de vaches traitées, (ii) la 
dégradation des molécules dans les matières fécales puis le sol avant l’arrivée dans les eaux 
en période de pâturage, et (iii) le stockage du fumier sur des surfaces imperméables en 
période de stabulation.  
 
4.2. Qualité microbiologique des eaux le long du continuum exploitation bovine – 
zone urbanisée 
 En période de pâturage, les densités en E. coli et Enterococcus augmentent, 
respectivement d’un facteur 100 et 10, de l’amont à l’aval avec un rapport des densités en E. 
coli/Enterococcus qui varie de 4,8 à 17,5. Selon la directive européenne 2006/7/CE, la qualité 
des eaux est « bonne » sur les deux sites amont, mais évolue vers une « qualité insuffisante » 
dès l’entrée dans la zone urbaine (site de Tourville) (Tableau 24 et 27). Ce gradient de 
contamination microbiologique n’est pas retrouvé en période de stabulation alors que les 
conditions hydrologiques sont équivalentes. Pour cette période, la qualité microbiologique est 
« insuffisante » avec des densités en E. coli comprises entre 1,0
.
10
3
 UFC
.
100mL
-1
 et  
équivalentes pour Enterococcus, et un rapport des densités E. coli/Enterococcus qui varie de 
0,2 à 1,3. Considérant que (i) la densité en E. coli est 100 fois supérieure à celle
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Tableau 25: Quantification des antibiotiques dans les eaux lors de la stabulation (1) et le pâturage (2) des 
bovins. 
Antibiotique 
Limite de 
détection 
(ng.L
-1
) 
Limite de 
quantification 
(ng.L
-1
) 
Sebec 
(ng.L
-1
) 
Selles 
(ng.L
-1
) 
Tourville 
(ng.L
-1
) 
Risle 
(ng.L
-1
) 
1 2 1 2 1 2 1 2 
Quinolones & 
Fluoroquinolones  
          
Ciprofloxacine 0,5 2 - - - - - - - - 
Enrofloxacine 0,2 0,5 - 2,9 - 3,2 - - - - 
Marbofloxacine 0,1 0,3 - - - - - - - - 
Norfloxacine 0,4 2 - - - - - - - - 
Ofloxacine 0,1 0,3 - 4,7 - 3,3 1,0 2,5 2,0 0,8 
Acide 
pipémedique 
0,4 0,2 - - - - - - - - 
Acide oxilinique 0,1 0,1 - - - - - - - - 
Fluméquine 0,1 0,2 - - - - d d d 0,3 
β-lactamines           
Amoxicilline 100 300 - - - - - - - - 
Ampicilline 40 100 - - - - - - - - 
Pénicilline G 0,4 0,2 - - - - - - - - 
Pénicilline V 0,7 0,2 - - - - - - - - 
Oxacilline 0,5 0,2 - - - - - - - - 
Cloxacilline 0,5 0,2 - - - - - - - - 
Dicloxacilline 2 0,5 - - - - - - - - 
Céfalexine 0,6 20 - - - - - - - - 
Céfotaxime 0,2 0,007 - - - - - - - - 
Céfpodoxime 100 300 - - - - - - - - 
Ceftiofur 0,2 0,6 - - - - - - - - 
Céfuraoxime 0,3 0,8 - - - - - - - - 
Sulfamides           
Sulfadiazine 0,1 0,3 - 0,5 - - - 0,3 - 0,9 
Sulfadiméthozine 0,1 0,1 - - - - - - 0,1 - 
Sulfamérazine 0,1 0,4 - - - - - - - - 
Sulfaméthazine 0,1 0,2 - - - - - - - - 
Sulfaméthizole 0,1 0,4 - - - - - - - - 
Sulfaméthoxazole 0,3 1 - - - - 9,0 - 3,0 3,2 
Sulfanilamide 20 70 - - - - - - - - 
Sulfapyridine 0,1 0,3 - - - - 1,0 1,2 1,0 0,5 
Sulfathiazole 0,2 0,1 - - - - - - - - 
Tétracyclines           
Tétracycline 0,3 1 - - - - - - 1,0 - 
Oxytétracycline 0,4 2 - - - - - 19,6 - 16,5 
Chlortétracycline 6 2 - - - - - - 12,0 - 
Doxycycline 0,4 2 - - - - - - - - 
Macrolides           
Azithromycine nd nd - - - - - 4,3 -  
Clarithromycine nd nd 0,1 0,6 0,2 0,4 0,4 2,8 4 1,8 
Erythromycine nd nd 3,0 0,8 1,0 0,9 1,0 1,5 2,0 1,2 
Josamycine nd nd 0,3 - 0,2 - 1,0 - 0,5 - 
Roxithromycine nd nd 7,0 - 0,1 - 0,4 - 4,0 0,7 
Spiramycine nd nd - - - - - - 4,0 22,8 
Tylosine nd nd 0,3 - - - - - - - 
Triméthoprime 0,1 0,3 - - - - 3,0 1,5 0,3 3,9 
-: antibiotique non détecté; d: antibiotique détecté seulement; nd: non déterminé 
  
Tableau 26: Consommation en antibiotiques pour le traitement du cheptel de 450 bovins. 
Antibiotique 
Quantité d’antibiotique utilisée (mg) 
entre Octobre 2009 et Novembre 
2009* 
Quantité d’antibiotique utilisée 
(mg) entre Mai 2010 et Juin 
2010** 
Fluoroquinolones   
Enrofloxacine 5720 - 
Marbofloxacine 1020 - 
β-lactamines   
Pénicilline G 1795 570 
Cefquinome 750 - 
Aminosides   
Streptomycine 2820 1000 
Tétracyclines   
Tétracycline 2000 4000 
* 28 vaches parmi 452 ont été traitées ;  ** 2 vaches parmi 463 ont été traitées. 
 
 
 
Tableau 27: Normes pour la qualité microbiologique des eaux douces intérieures à usage récréatifs pour 
l’Union Européenne, le Canada et les Etats-Unis. 
 Indicateurs de contamination fécale Référence 
 E. coli 
(UFC.100mL
-1
) 
Enterococcus spp. 
(UFC.100mL
-1
) 
 
Union Européenne    
Excellente qualité 500 
(*)
 200 
(*)
 
Directive 2006/7/CE Bonne qualité 1000 
(*)
 400 
(*)
 
Qualité suffisante 900 
(**)
 330 
(**)
 
Canada    
Contact primaire
1
 ≤ 200 ≤ 35 Canadian Recreational 
Water quality guidelines, 
3
e
 édition (2012) Contact secondaire
2
 1000 175 
USA    
Contact primaire
1
 126 33 
U.S Environmental 
Protection Agency 
(2004) 
(*)
 Evaluation au 95
e
 percentile ; 
(**)
 Evaluation au 90
e
 percentile ; 
1
 : contact complet du corps (natation, plongée 
sous marine) ; 
2
 : contact partiel du corps (canoë – kayak). 
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d’Enterococcus dans le tractus digestif et que (ii) la survie d’Enterococcus dans les bouses est 
meilleure [Sinton et al., 1998 ; Sinton et al., 2007] : un rapport E. coli/Enterococcus faible 
serait le témoin d’une contamination passée ou dont la source de contamination est distante du 
point de prélèvement, alors qu’un rapport élevé témoignerait d’une contamination récente ou 
proche. Sur le site amont proche de l’exploitation bovine (site n°2), les apports en bactéries 
fécales en période de pâturage  sont liés aux lessivages de bouses majoritairement récentes. 
En période de stabulation, une contamination plus élevée avec des densités plus importantes 
en Enterococcus s’expliquerait par un apport d’eaux de ruissellement du fumier entreposé 
depuis plusieurs semaines sur une surface imperméable. 
 
4.3. Evolution de la structure des populations d’E. coli et d’Enterococcus le long du 
continuum 
 La structure des populations d’E. coli et d’Enterococcus est différente le long du 
continuum exploitations bovines – zone urbaine (Tableaux 28 et 29). La distribution des 
groupes phylogénétiques au sein des populations d’E. coli évolue significativement en période 
de pâturage (p-value = 0.048, α=0.1) et de façon plus marquée en période de stabulation (p-
value < 0.001, α=0.05) le long du continuum (Tableau 28). A l’amont (site n°2), la proximité 
des rejets de bovins est à l’origine de la forte prévalence d’isolats appartenant majoritairement 
au groupe phylogénétique B1 (42.0%) alors qu’à l’aval, les effluents de la zone urbaine sont 
responsables de l’enrichissement en souches d’E. coli des groupes phylogénétiques A (40.0%) 
et B2 (28.9%) [Walk et al., 2007 ; Tenaillon et al., 2010]. De même, l’analyse de la diversité 
des populations d’Entérocoques montre l’influence du gradient d’urbanisation avec une 
augmentation de l’abondance d’E. faecalis au sein de la population d’Enterococcus de 
l’amont (3.0%) vers l’aval (50.0%) (Tableau 29). L’occurrence élevée de souches 
d’entérocoques appartenant à l’espèce E. hirae (37,0%), majoritairement présente dans les 
matières fécales des bovins explique les résultats observés sur le site n°2 situé en contrebas de 
l’exploitation bovine [Thal et al., 1995]. Sur le site aval de la Tourville (site n°3) qui collecte 
les eaux du Sébec et de la Selles, la présence d’une structure collective, dont l’assainissement 
non collectif est défectueux, est à l’origine d’un apport important de souches d’E. coli du 
groupe phylogénétique A. A l’exutoire du bassin versant où les eaux de la Tourville se 
mélangent avec celles de la Risle, des résultats analogues sont retrouvés. Ainsi, le gradient 
d’urbanisation du bassin versant s’accompagne d’une modification de la distribution des 
groupes phylogénétiques A et B1 au sein de la population d’E. coli circulantes dans les eaux
  
Tableau 28: Evolution de de la structure des populations d'E. coli isolées des eaux le long du continuum exploitation agricole – zone urbanisée. 
Site 
Pratiques 
des bovins 
N
o
 
d’isolats  
Structure des populations 
d’E. coli (%) 
Pathogènes intestinaux d’E. coli 
(n/N) 
Gène 
codant 
l’intégrase 
de classe 1 
(%) 
Antibio-résistance d’E. coli 
(%) 
A B1 B2 D afaD aatA aaiC eae stx2 
1 or 2 
antibiotiques 
Au moins 3 
antibiotiques 
Sebec                
 Stabulation 49 2,0 6,1 44,9 47,0 0/49 0/49 0/49 0/49 0/49 2,0 2,0 2,0 
 Pâturage 50 34,0 52,0
c
 6,0 8,0 0/50 0/50 0/50 0/50 0/50 0,0 32,0 8,0
b
 
Selles                
 Stabulation 50 16,0
a
 42,0
a
 16,0 26,0 0/50 0/50 0/50 0/50 1/50 0,0 4,0 0,0 
 Pâturage 52 28,8 53,8 2,0 15,4 0/52 0/52 0/52 0/52 1/52 1,9 5,8 1,9 
Tourville                
 Stabulation 48 50,0 29,2 8,3 12,5 0/48 0/48 0/48 0/48 0/48 10,4 10,5 14,6 
 Pâturage 48 41,7 41,7 4,1 12,5 0/48 0/48 0/48 1/48 0/48 0,0 4,2 4,2 
Risle                
 Stabulation 45 40,0 8,9 28,9 22,2 1/45 1/45 1/45 1/45 0/45 4,4 11,1 11,1 
 Pâturage 48 37,5 35,4 14,6 10,4 0/48 0/48 0/48 1/48 0/48 6,3 18,8 29,3 
N: Nombre total d’isolats; n: Nombre d’isolats portant un ou plusieurs gènes de virulence; a: P<0.001 vs Risle et Tourville pendant la période de stabulation des bovins; b: 
P<0.0001 vs pendant la période de pâturage des bovins; c: P=0.048 vs Tourville et Risle pendant la période de pâturage des bovins. 
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Tableau 29: Distribution des espèces d'entérocoques et antibio-résistance des isolats lors de la période de pâturage des bovins. 
Site 
N
o
 
d’isolats 
testés 
Distribution des espèces d’Enterococcus (%) 
Distribution des entérocoques 
résistant à
1
 (%) 
E. 
faecium 
E. 
faecalis 
E. 
durans 
E. 
hirae 
E. 
casseliflavus 
E. 
gallinarum 
E. 
avium 
E. 
villorum 
macrolides tétracycline 
Sebec  10 3/10
a
 2/10
a
 1/10
a
 0/10
a
 1/10
a
 3/10
a
 0/10
a
 0/10
a
 5/10
a
 1/10
a
 
Selles  35 31,0 3,0 3,0 37,0 9,0 11,0 0,0 6,0 14,2 3,0 
Tourville  48 8,0 56,0 10,0 0,0 19,0 4,0 2,0 0,0 38,0 33,0 
Risle 44 20,0 50,0 7,0 0,0 14,0 7,0 2,0 0,0 34,0 32,0 
a : pourcentage non calculé du au faible nombre de souches isolées 
 
 
 
  
Tableau 30: Caractérisation des E. coli pathogènes β-D-glucuronidase positives isolées des eaux. 
Isolat Site (n°) Pathotype O-type 
Groupe 
phylogénétique 
Profil de résistance aux 
antibiotiques 
EC4199 Selles (2)  STEC
1
 O174 B1 - 
EC6086 Selles (2)  STEC
1
 O174 B1 - 
EC6230 
Tourville 
(3)  
aEPEC
2
 O153 D/E - 
EC4312 Risle (4)  EAEC
3
 nd A0 - 
EC4321 Risle (4)  DAEC
4
 nd A1 - 
EC4330 Risle (4)  aEPEC
2
 O81 B2 - 
EC6138 Risle (4)   EPEC
2
 O88 B1 CHL 
nd : non déterminé ; CHL : résistance à la chloramphénicol ; - : souche sensible aux 17 antibiotiques testés 
(amoxicilline ; amoxicilline + acide clavulanique ; ticarcilline ; ticarcilline + acide clavulanique ; céfalotine ; 
ceftazidime ; céfotaxime ; imipénème ; tétracycline ; sulfaméthoxazole + triméthoprime ; kanamycine ; 
gentamicine ; streptomycine ; chloramphénicol ; acide nalidixique ; ciprofloxacine). 
1
 : Présence du gène stx2 ; 
2
 : Présence du gène eae ; 
3
 : Présence des gènes aatA et aaiC ; 
4
 : Présence du gène afaD. 
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avec une augmentation du phylo-groupe A (majoritairement d’origine humaine), en parallèle 
à une diminution du phylo-groupe B1 (majoritairement d’origine bovine). 
Sur le site n°2, il a été isolé des souches d’E. coli  O174 entéropathogènes, 
productrices de shiga toxine (STEC)
9
. Des bovins porteurs sains, au sein du cheptel, 
expliquent la présence de ces souches dans les eaux (Tableau 30). En considérant que ces 
souches représentent 2,0% (2,6.10
1
 UFC.100mL
-1
 et 3,8.10
1
 UFC.100mL
-1
) de la population 
d’E. coli et que la dose infectante est comprise entre 10 et 102 UFC [Hunter et al., 2003], le 
volume critique
10
 associé à un risque de gastro-entérite avec syndrome hémolytique urémique 
est de 26 mL. Ces souches qui ne sont plus présentes dans les eaux à l’aval du continuum ont 
été isolées sur ce site pour les deux périodes alors qu’en période de pâturage, la qualité 
microbiologique était « bonne » (directive 2006/7/CE). En revanche, d’autres souches entéro-
pathogènes (EPEC, EAEC, DAEC) moins virulentes ont été retrouvées sur les deux sites aval.  
 
4.4. Impact des pratiques d’élevage des bovins sur la structure des populations 
d’E. coli dans les eaux 
Dans les eaux du site amont (n°2), où la structure des populations d’E. coli est fortement 
influencée par la proximité de l’exploitation bovine, il n’est pas observé de différences 
significatives entre les deux périodes. Les souches appartenant au phylo-groupe B1, 
majoritairement d’origine bovine, sont toujours prédominantes dans les eaux. A l’aval, le long 
du gradient d’urbanisation, la proportion de souches d’E. coli du phylo-groupe A, 
majoritairement d’origine humaine, est plus important en période de stabulation qu’en période 
de pâturage. Ces résultats s’expliquent par des apports de souches d’E. coli du phylo-groupe 
B1 plus importants en période de pâturage qu’en période de stabulation (Tableau 28). Pour 
cette période, une partie des souches du phylo-groupe B1 perdent probablement leur 
cultivabilité dans les fumiers stockés au sol avant d’être rejetées dans les eaux de 
ruissellements. Sur le site amont n°1 (Sébec), la différence de structure des populations 
observée entre les deux périodes est consécutive à la présence d’un nombre important de 
sangliers. La structure de la population d’E. coli présente dans les eaux lors de la campagne 
de novembre 2009 (période de stabulation) est similaire à celle retrouvée des fèces de ces 
animaux : A (2,5%), B1 (10,1%), B2 (38,0%) et D (49,4%) (E. Denamur, communication 
personnelle). 
                                                 
9
 Dans cette étude, la méthodologie choisie ne permet d’isoler que les souches E. coli β-D-glucuronidase 
positives ce qui exlut les souches pathogènes E. coli O157 :H7 
10
 Volume d’eau minimal à ingérer pour contracter une gastro-entérite en fonction de la dose infectante 
  
 
 
Chapitre 2 
95 
4.5. Impact du gradient d’urbanisation sur la contamination en E. coli et 
Enterococcus antibio-résistantes 
Pour les deux périodes, la proportion de souches d’E. coli et d’Enterococcus antibio-
résistantes augmente le long du gradient d’urbanisation (Tableaux 28 et 29). Sur le site n°2, 
peu de souches d’E. coli et d’Enterococcus antibio-résistantes sont isolées. Ce résultat 
s’explique probablement par les faibles quantités d’antibiotiques utilisées pour traiter les 
bovins. L’abondance de souches d’E. coli multi-résistantes à au moins 3 antibiotiques 
augmente significativement d’amont en aval (p<0,0001). De même, l’occurrence de souches 
d’E. coli portant l’intégron de classe 1, évolue de 2% en moyenne à l’amont jusqu’à 5% en 
moyenne, le maximum étant atteint sur le site n°3 (Tourville) avec 10,4% des souches. 
Comme pour les résultats du chapitre 1 et en accord avec les observations sur la structure des 
populations d’E. coli, cette augmentation confirme l’origine humaine de ces souches 
[Ratajczak et al., 2010 ; Laroche et al., 2010 ; Koczura et al., 2011].  
La résistance aux macrolides et à la tétracycline des isolats d’Enterococcus augmente 
de l’amont (14,2%) vers l’aval (34,0%). Chez les souches d’Enterococcus résistantes à la 
tétracycline, le gène tetM est majoritairement détecté chez les isolats le long du continuum. 
En revanche, les mécanismes codant la résistance sont différents chez les souches isolées à 
l’amont, avec une prévalence élevée des gènes ermB et mef (macrolides) (Tableau 31). Même 
si le faible nombre de souches nécessiterait de confirmer ces observations, ces résultats sont 
cohérents avec ceux du chapitre 1 et suggérent la présence sur les sites amont de souches plus 
adaptées à l’environnement aquatique, rarement ou pas isolées en milieu hospitalier ou chez 
l’animal [Lanthier et al., 2010]. 
 
5. Conclusions 
 Les travaux de ce chapitre 2, réalisés le long d’un continuum exploitation bovine – 
zone urbanisée, pour des pratiques d’élevage bovin contrastées ont montré que (i) un nombre 
croissant de molécules d’antibiotiques à faibles concentrations (ng.L-1) était détecté dans les 
eaux le long du continuum; (ii) le gradient d’urbanisation et les pratiques d’élevage bovin 
influencent la structure des populations d’E. coli et d’Enterococcus qui circulent dans les 
eaux ; (iii) la présence d’exploitations bovines peuvent être une source d’E. coli productrices 
de shiga toxine, y compris pour des eaux qui répondent aux critères de bonne qualité 
microbiologique selon les normes européennes et (iii) les traitements d’antibiotiques modérés
  
Tableau 31: Distribution des mécanismes de résistance aux macrolides et à la tétracycline parmi les entérocoques isolés des eaux. 
Site 
N
o
 d’isolats 
résistants aux 
macrolides 
(N) 
Mécanismes impliqués dans la 
résistance aux macrolides (n/N) 
N
o
 d’isolats 
resistant à la 
tetracycline (N’) 
Mécanismes impliqués dans la 
résistance à la tétracycline (n’/N’) 
ermB  mef  
Autres 
genes 
tetM Autres genes 
Sebec 5 0/5 3/5 2/5 1 1/1 0/1 
Selles 5 1/5 2/5 3/5 1 1/1 0/1 
Tourville  20 0/20 3/20 17/20 14 11/14 3/14 
Risle 15 0/15 1/15 14/15 13 8/13 5/13 
N : Nombre total d’isolats résistant(s) aux macrolides ; n : Nombre d’isolat(s) portant un gène de résistance aux macrolides ; N’ : Nombre total d’isolat(s) résistant(s) à la 
tétracycline ; n’ : Nombre d’isolat(s) portant un gène de résistance à la tétracycline. 
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dans une exploitation agricole qui pratique une démarche d’agriculture raisonnée limiteraient 
les rejets de souches résistantes aux antibiotiques. 
 Le long de ce continuum, le profil de vulnérabilité microbiologique des eaux peut être 
caractérisé par : (i) les densités de populations humaine et animale du bassin versant, (ii) 
l’origine et la proximité des sources diffuses (ruissellements des sols) qui dépend de la 
pluviométrie et des pratiques d’élevage (stabulation versus pâturage). Les résultats obtenus 
dans cette étude sont en accord avec des travaux similaires, menés sur des bassins versants 
plus importants aux Etats-Unis, en France et au Canada [Webster et al., 2004 ; Servais et 
Passerat, 2009 ; Lyautey et al., 2010], qui démontrent que la structure des populations d’E. 
coli et d’Enterococcus est fortement influencée par la pression anthropique exercée sur les 
sols. La présence d’une exploitation bovine à proximité d’un cours d’eau pourrait être un 
indicateur plus pertinent que le dénombrement des indicateurs de contamination fécale pour 
l’évaluation du risque microbiologique relatif à l’ingestion d’E. coli productrice de shiga 
toxines.  
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Chapitre 3 : 
Modélisation du fonctionnement hydrologique de la Risle et essais de bilans 
quantitatifs des transferts d’Escherichia coli à l’aide du modèle conceptuel GR 
 
  
 
Figure 21:Couverture Corine Land Cover de l'occupation des sols sur le bassin versant de la Risle.
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Au cours des deux premiers chapitres de cette thèse, nous avons montré que la 
contamination des eaux de surface par les antibiotiques était consécutive aux prescriptions et 
dépendante de la stabilité des molécules. L’usage des sols, la proximité des rejets et les 
pratiques agricoles sont des paramètres, qui influencent l’abondance et la structure des 
populations de bactéries fécales circulantes dans les eaux. Des modifications de la diversité 
des populations en E. coli ou Enterococcus ont également été montré à l’échelle d’autres 
bassins versants [Webster et al., 2004 ; Lyautey et al., 2010 ; Brownell et al., 2007]. Afin de 
pouvoir, à terme, évaluer les apports en E. coli, dont les souches antibio-résistantes, de la 
Risle à l’embouchure de l’estuaire de Seine, une tentative de bilan des transferts d’E. coli a 
été réalisée à l’échelle du bassin versant de la Tourville, par une approche de modélisation. 
 Le modèle conceptuel GR (Génie Rural) a été retenu pour l’étude du fonctionnement 
hydrologique de la Risle à l’échelle de son bassin versant et de ses sous-bassins. L’objectif 
était de déterminer si ce modèle était applicable pour le contexte géomorphologique de la 
zone étudiée, et pour la modélisation des transferts de souches d’E. coli, dont les souches 
résistantes aux antibiotiques à l’échelle du bassin versant de la Tourville, au pas de temps 
journalier. L’acquisition des paramètres hydrologiques a été réalisée à l’aide de sondes multi-
paramètriques mesurant la turbidité, la conductivité, la hauteur d’eau et la température à 
l’exutoire de 3 sous-unités du bassin versant de la Tourville. Ce volet intègre une démarche 
inter-disciplinaire à l’interface entre les hydrologues et les microbiologistes de l’UMR 6143 
M2C. 
 
1. Modélisation du fonctionnement hydrologique de la Risle 
1.1. Contextes géologique, géomorphologique et hydrogéologique 
  La Risle (159 Km), avec un bassin versant d’une superficie totale de 2320 Km2, prend 
sa source dans les collines du Perche, département de l’Orne et se jette dans l’estuaire de la 
Seine au niveau des communes de Berville-sur-Mer et de St Samson-de-la-Roque situées dans 
le Nord Ouest de la France. Son principal affluent est la Charentonne (100 Km) alimenté lui-
même par le Guiel (25 Km). 
 L’occupation des sols du bassin est caractérisée par 3,1% de zones urbanisées, 23,7% 
de terres pâturées et 55,7% de terres cultivées (Figure 21), avec 32 stations d’épurations (de 
300 à 15 000 équivalent-habitants) réparties sur tout le bassin versant, sources ponctuelles de 
contaminants. 
Le bassin versant de la Risle est formé d’un substrat crayeux, recouvert de formations 
superficielles d’épaisseurs plus ou moins importantes constituées par des dépôts tertiaires
  
 
 
Figure 22 : Contexte structural du département de l’Eure. 
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Ponctuels, et des argiles à silex résultant de l’altération de la craie [Laignel, 1999 et 2003]. 
Cette couche d’argiles à silex, ou altérites à silex, diminue d’amont en aval (20 m à 6 m) et est 
recouverte par des lœss : dépôts sédimentaires d’origine éolienne qui se concentrent au niveau 
de la jonction entre la Charentonne et la Risle, jusqu’à une trentaine de mètres [Lautridou, 
1985, Laignel, 1999 ; Quesnel, 1997]. Les plus faibles épaisseurs sont situées principalement 
à l’amont et à l’aval du bassin. 
Les caractéristiques géomorphologiques régionales sont très différentes selon que l’on 
se situe au Nord ou au Sud de la Seine [Laignel et al., 2003]. Au Nord, les plateaux sont 
fortement découpés par des vallées actives et des vallons secs alors qu’au Sud, les vastes 
plateaux le sont par un réseau hydrographique très pauvre et peu hiérarchisé avec seulement 
deux rivières principales (Risle, Eure) [Hauchard et al., 2002]. Une analyse globale du relief à 
l’aide d’un Modèle Numérique de Terrain (MNT, au pas de 50 m) traité par Système 
d’Information Géographique (SIG) a montré une diminution du relief d’amont en aval, les 
plus hautes altitudes atteignant 389 m en amont. A partir des nombreuses études sur la région 
de ce bassin versant, une extrapolation a permis de déterminer le contexte structural du bassin 
[Juignet, 1974 ; Kuntz et Wyns, 1976 ; Kuntz et al., 1977, 1981, 1982 ; Kuntz et Monciardini, 
1985 ; Wazi, 1988]. Ce contexte a ensuite été complété par certains grands axes structuraux 
tels que l’anticlinal et le synclinal du sud de l’Eure (Valdes, 2005). La figure 22  présente 
ainsi les principaux accidents structuraux de la région dans laquelle s’insère le bassin versant 
de la Risle. Trois failles F2, F3, F4, l’accident supposé de la Risle (Fr) qui correspond au 
recouvrement non visible de roches de deux étages stratigraphiques selon la rive, et 
l’anticlinal11 A1 sont responsables de la structuration du bassin.  
 Dans son contexte hydrogéologique, la Risle est soutenue par l’aquifère de la craie, 
nappe à surface libre dont la surface piézométrique suit le profil topographique à l’exception 
de quelques exsurgences des eaux souterraines : les sources (Figure 23). La Seine est le 
principal axe de drainage de l’aquifère de la craie, imposant l’écoulement du Sud vers le Nord 
en rive gauche. La nappe est drainée par les autres cours d’eau régionaux entraînant la 
division de l’aquifère en plusieurs bassins versants souterrains. En rive droite, plusieurs petits 
bassins alimentent la Seine, alors qu’en rive gauche, la Risle et l’Eure sont deux grandes sous-
unités hydrogéologiques drainées par la Seine (Figure 24a). L’aquifère de la craie possède une 
géométrie variable et la puissance de la nappe, différence d’altitude entre le niveau 
piézométrique et le mur de la craie, varie spatialement et temporellement (Figure 23).
                                                 
11
 Pli où les éléments (i.e roches) de la courbure étaient à l’origine les plus bas (anciens) 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Niveau piézométrique
Surface topographique
Mur de la craie
 
Figure 23 : Schéma du contexte hydrogéologique du bassin versant de la Risle. 
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Les variations temporelles correspondent aux périodes de recharge (après l’hiver) et de 
vidange (après l’été) de la nappe. Spatialement, au niveau du bassin versant de la Risle, la 
puissance diminue d’amont en aval, passant d’une centaine de mètres à moins d’une vingtaine 
de mètres (Figure 24b). 
 
1.2. Essai de modélisation pluie-débit à différentes stations de l’amont vers l’aval 
1.2.1. Collecte des données 
 Les données de débits au pas de temps journalier sont issues de la Banque HYDRO
12
 
(www.hydro.eaufrance.fr/). Les données pluviométriques journalières sont issues de onze 
stations de Météo France réparties sur le bassin versant de la Risle. Huit stations de mesure de 
débit ont été retenues selon les périodes de mesures disponibles (Tableau 32) et leur 
localisation d’amont en aval, afin de prendre en compte l’intégralité du bassin versant de la 
Risle (Figure 25). Des lacunes dans les données hydrométriques ont été comblées en 
établissant des relations entre stations proches (Jannot, 2010). 
Malgré la proximité des stations, leur différence de localisation amont-aval induit 
nécessairement une non-linéarité dans leur relation au pas journaliers : la réponse 
hydrologique à un même signal de pluie est normalement plus étalée à l'aval qu'à l'amont en 
raison de la superficie drainée, et le soutien des nappes est à priori croissant vers l'aval, avec 
le recoupement de la piézométrie et de la surface topographique. Pour combler l’absence de 
données, des relations mathématiques non linéaires entre deux stations ont été utilisées, 
différentes pour les faibles ou les forts débits.  
 
1.2.2. Description du modèle conceptuel GR journalier, mensuel, annuel 
 Le modèle conceptuel GR a été utilisé aux pas de temps journalier (GR4J - Perrin et 
al., 2003), mensuel (GR2M - Mouelhi, 2006a) et annuel (GR1A - Mouelhi, 2006b). En entrée, 
les données pluviomériques (P) et d’évapotranspiration potentielle (E) journalières, 
mensuelles ou annuelles sont utilisées. Pour les différents modèles, un critère de Nash-
Sutcliffe sera déterminé. Une valeur de ce critère supérieure ou égale à 0,6 (60%) validera le 
modèle. 
                                                 
12
 Données acquises par les services de l'Etat, les directions régionales de l'Environnement, les 
services de prévision des crues, les directions départementales de l'agriculture et de la forêt, 
les agences de l'eau, mais aussi d'Electricité de France ou d'organisme de recherche 
(CEMAGREF, universités,...). 
 
  
 
 
 
Figure 24: Bassins versants hydrogéologiques en Haute-Normandie (a) et épaisseur de l'aquifère de la Craie dans l'Eure (b). 
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Tableau 32: Stations de jaugeage sur le bassin de la Risle. 
 
 
  
 
Figure 25: Localisation des stations de jaugeage (a) et des stations pluviométriques sur le bassin de la Risle (b). 
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1.2.2.1. Le modèle GR4J 
Le modèle GR au pas de temps journalier (GR4J) modélise des débits à l’aide de quatre 
paramètres optimisables (X1, X2, X3 et X4), en fonction des données d’entrée (Figure 26). La 
variable X1 correspond à la capacité du réservoir de production contenant les pluies efficaces 
du bassin versant, la variable X2 est le coefficient d’échanges souterrains entre deux aquifères, 
la variable X3 est la capacité à un jour du réservoir de routage (eau de l’aquifère) et le 
paramètre X4 représente le temps de base de l’hydrogramme unitaire
13
. Ce modèle décompose 
également le débit (Q) des apports de la nappe (Qr) et des contributions par ruissellements 
(Qd). 
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Figure 26: Schéma conceptuel du modèle GR4J [d’après Perrin et al., 2003] 
 
1.2.2.2. Le modèle GR2M 
Au contraire du modèle GR4J, le modèle pas de temps mensuel (GR2M) n’utilise que deux 
paramètres optimisables (X1 et X2) en fonction des données d’entrée (Figure 27). Ce modèle 
tient compte des paramètres du réservoir de production et de l’échange souterrain entre 
aquifère, comme pour celui au pas journalier. Néanmoins, la capacité du réservoir de routage 
et le temps de base de l’hydrogramme unitaire ne sont pas optimisables. Les contributions au 
débit total (Q) ne peuvent pas être déterminées dans ce modèle. 
                                                 
13
 L’hydrogramme unitaire pour un bassin versant est défini comme l’hydrogramme de débit 
résultant d’une unité de volume d’écoulement direct, répartie uniformément sur le bassin 
versant à une vitesse uniforme et pendant un intervalle spécifié. 
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Figure 27: Schéma conceptuel du modèle GR2M [d’après Mouelhi, 2006a] 
 
1.2.2.3. Le modèle GR1A 
Le modèle au pas de temps annuel (GR1A) simule des débits en sortie à partir d’un seul 
paramètre optimisable X, affecté à l’évapotranspiration et qui en variant, va déterminer un 
volume de sortie égal au volume d’entrée. Ce modèle ne prend en compte aucun des 
paramètres observés dans les deux modèles précédants à des échelles de temps plus courtes. 
 
1.2.3. Application du modèle GR 
Les modèles GR4J, GR2M, et GR1A ont été appliqués aux stations de Bocquencé (C1), 
Rai (R1), Grosley-sur-Risle (R2), et Pont-Authou (R3) (Figure 28). Les critères de Nash sont 
présentés dans le tableau 33 pour chaque pas de temps et montrent que les simulations par les 
différents modèles sont majoritairement valables (valeurs supérieures à 0,6). Les simulations 
les moins satisfaisantes sont celles issues du modèle au pas de temps annuel (particulièrement 
pour la station R3).  
L'extrême simplicité du modèle GR1A, qui ne comporte pas de réservoir et effectue 
simplement une équilibration du bilan hydrologique par l'évapotranspiration, explique 
vraisemblablement ce mauvais résultat : dans des hydrosystèmes présentant de fortes 
variabilités interannuelles, le pas annuel ne constitue peut-être pas une période de référence 
assez pertinente pour équilibrer un bilan hydrologique. 
 
  
 
Figure 28 : Résultat du calage des modèles GR4J (a), GR2M (b) et GR1A (c) pour la station de Rai. 
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Tableau 33 : Critères de Nash-Sutcliffe obtenus après calage des différents modèles pour les quatre 
stations (Bocquencé, Rai, Grosley-sur-Risle et Pont-Authou). 
 
 
Le comportement hydrologique du bassin versant de la Risle semble être bien simulé 
par les modèles GR4J et GR2M malgré une tendance à sous-estimer ou surestimer légèrement 
les débits de base selon les années ou les stations considérées. Seul le modèle GR1A ne 
fonctionne pas de manière satisfaisante. Le caractère karstique du bassin ne semble donc pas 
altérer les performances du modèle GR car les volumes d’eau en entrée (pluviométrie) et en 
sortie (débit) sont similaires. Il ressort donc que ce type de modèle conceptuel semble être 
bien adapté pour la modélisation des flux hydriques à la fois sur la Risle dans son ensemble, 
et au niveau de sous-bassins, et ce malgré des degrés variables de soutien du débit par la 
nappe
14
. Cette approche de modélisation pourra donc constituer une base adéquate en 
préalable à la modélisation des transferts d'éléments dissous ou particulaires sur le bassin 
versant de la Tourville. 
 
2. Premiers essais de modélisation des transferts d’E. coli à l’échelle d’un bassin 
versant 
2.1. Choix du bassin versant et modélisation des débits 
 A l’aide des résultats in situ obtenus dans le 2e volet de cette thèse, nous allons 
déterminer des bilans quantitatifs en E. coli à l’échelle du bassin versant de la Tourville, sous 
unité de la Risle (Figure 29). 
Bien qu’équipé de sondes multi-paramètres (turbidité, conductivité, température, 
pression, hauteur d’eau), les débits des cours d’eau composant ce bassin versant n’ont pu être 
déterminés au cours de l’étude. Nous avons donc choisi un autre bassin versant localisé sur la 
Charentonne, possédant des caractéristiques morphologiques proches, et dont les débits ont pu 
                                                 
14
 Nombreuses connexions entre eaux de surface et  eaux souterraines qui ont pu être visualisées en Août 2012 
avec l’assèchement de 12 Km de rivière via une perte karstique (bétoire). 
  
 
 
 
 
 
 
Figure 29: Cartographie du bassin versant de la Tourville et de son usage des sols. 
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être mesurés au niveau de la station localisée à Bocquencé (C1), afin de paramétrer le modèle 
GR4J (Figure 30). 
 
Figure 30: Localisation des sous unités choisies sur le bassin versant de la Risle 
 
La caractérisation morphologique a été déterminée sur la base de (i) l’ordre de 
Strahler
15
 de la rivière à l’exutoire du bassin versant, (ii) l’indice de compacité de Gravelius16, 
(iii) la pente du bassin et (iv) l’occupation des sols (Tableau 34). 
 
 La comparaison morphologique indique que les bassins versants ont une forme (indice 
de compacité), une pente, un dénivelé et une occupation des sols comparables permettant de 
déterminer un critère de Nash-Sutcliffe qui valide le modèle GR4J sur le bassin versant de la 
Charentonne. Les paramètres de ce modèle seront utilisés pour simuler les débits de la 
Tourville. La pluviométrie et l’évapotranspiration seront les deux seules variables qui 
permettront cette modélisation sur le bassin versant de la Tourville (Figure 31).
                                                 
15
 Classification qui attribue la valeur 1 à un cours d’eau qui ne possède pas d’affluent. Par la 
suite, un cours d’eau « n + 1 » est la résultante de la confluence de deux drains « n ». 
 
16
 Cet indice détermine la forme d’un bassin versant. Une valeur égale à 1 illustre un bassin 
sphérique alors qu’une valeur supérieure à 1,5 désigne un bassin versant allongé. 
  
 
 
 
 
 
Tableau 34: Comparaison morphologique des bassins versants de la Tourville et de la Charentonne à 
Bocquencé selon plusieurs paramètres 
Paramètre 
Bassin versant de la 
Tourville 
Bassin versant de la 
Charentonne 
Ordre de Strahler 3 3 
Indice de compacité de 
Gravélius (KG) 
1,69 2,05 
Pente du bassin (%) 1,45 0,39 
Occupation des sols 
Cultures : 38,0% 
Pâturages : 47,8% 
Végétation : 11,0% 
Zone urbaine : 3,2% 
Cultures : 57,6% 
Pâturages : 31,0% 
Végétation : 11,4% 
Zone urbaine : 0,0% 
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Figure 31: Modélisation du débit total (Q) à partir des contributions par le ruissellement (Qd) et le débit 
de base (Qr)  au niveau du bassin versant de la Tourville 
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A l’aide du modèle GR4J, il est possible de décomposer, à partir du débit total, les 
contributions liées aux ruissellements (Qd) et au débit de base (Qr). La comparaison du débit 
simulé (moyenne journalière) avec celle du débit mesuré (ponctuel, juin 2011) à l’exutoire de 
la Tourville montre que le modèle prédit une valeur moyenne de 0,013m
3
.s
-1
 pour une valeur 
ponctuelle mesurée de 0,04m
3
.s
-1
. Le pas de temps explique les différences de valeurs entre le 
débit simulé (moyenne débit journalier) et le débit observé (mesure instantanée). Ce résultat 
indique que le modèle transposé sur le bassin versant de la Tourville simule des débits du 
même ordre de grandeur que ceux observés. 
 
2.2. Premiers essais de modélisation des transferts d’Escherichia coli 
 Les densités en E. coli déterminées dans le chapitre 2 ont permis de définir des valeurs 
de contamination qui vont permettre des premiers bilans quantitatifs en E. coli à l’exutoire du 
bassin versant de la Tourville (Tableau 35). 
 
Tableau 35: Densités en E. coli dans les eaux du site n°3 (Tourville) durant la stabulation (nov. 2009) et le 
pâturage des bovins (juin 2010). 
 
Tourville 
Nov. 09 Juin 10 
Escherichia coli (UFC.100 mL-1) 2,8
.
10
3
 1,4
.
10
3
 
  
Les densités en E. coli augmentent le long du gradient de pression anthropique 
démontrant l’importance des apports de zones urbanisées sur la contamination des eaux. Lors 
des deux périodes, l’échantillonnage a été réalisé consécutivement à un évènement pluvieux 
ajoutant au débit de base les apports par ruissellements. A l’aide du modèle GR4J, validé sur 
la Charentonne et utilisé sur le bassin versant de la Tourville, les contributions au cours d’eau 
par ruissellement ont pu être quantifiées (Figure 32). 
 En analysant les chroniques de débits des contributions par ruissellement, les résultats 
confirment que les prélèvements ont été réalisés dans des conditions similaires avec des 
apports de masses d’eau par ruissellements du même ordre de grandeur (0,04 m3.s-1). A l’aide 
de ces résultats, il est possible de déterminer des débits théoriques auxquels seront associés 
des densités bactériennes afin d’alimenter le modèle GR4J au pas journalier. A l’aide des 
résultats de modélisation et des études in situ réalisées sur plusieurs bassin versants, des 
niveaux de contamination ont été déterminés selon les contributions des ruissellements au 
débit total (Tableau 36). 
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Figure 32 : Modélisation des débits (Q) à la Tourville et des contributions du débit de base (Qr), des 
ruissellements (Qd) au cours de la campagne de novembre 2009 (A) et de juin 2010 (B). Les périodes 
d’échantillonnages de novembre 2009 et juin 2010 sont spécifiées à l’aide d’une flèche noire. 
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Tableau 36: Densités en E. coli retenues selon les contributions des ruissellements au débit total 
 Faible
1
 Moyen
2
 Elevée
3
 
Contributions des ruissellements (mm.j-1) 0 – 0,02 0,02 – 0.1 > 0,1 
Densité en E. coli (UFC.100 mL-1) 1,5
.
10
2
 2,1
.
10
3
 4,0
.
10
4
 
1 : valeur minimale relevée dans plusieurs cours d’eau en absence de ruissellements 
2 : valeur moyenne retrouvée lors d’évènements de ruissellements au voisinage immédiat des cours d’eau 
3 : valeur maximale de contamination retrouvée lors d’un évènement orageux (Ratajczak et al., 2010) 
 
Avec des hauteurs d’eau variant de 0,5 m à 1 m, il a été considéré que la 
contamination en E. coli était homogène le long de la colonne d’eau. La modélisation des flux 
d’E. coli à l’exutoire du bassin versant montre des valeurs variant de 103 UFC par jour (débit 
de base)  à plus de 10
9
 UFC par jour. Les valeurs maximales de flux sont majoritairement 
atteintes l’hiver (période de ruissellements fréquents) et plus rarement lors de périodes 
estivales avec des contributions des ruissellements liées aux évènements orageux (Figure 33). 
 Si on s’intéresse au transfert de souches d’E. coli résistantes à au moins un 
antibiotique, il faut distinguer les périodes de stabulation et de pâturage des bovins. En 
considérant les résultats in situ obtenus précédemment sur ce bassin versant, il a été déterminé 
qu’en période de stabulation des bovins (novembre – février), 25% des souches étaient 
résistantes à au moins un antibiotique alors qu’en période de pâturage (mars – octobre), 8% de 
la population d’E. coli était résistante. A partir de ces données, des flux ont été modélisés au 
pas de temps journalier à l’aide du modèle GR4J (Figure 34). De façon analogue à la 
modélisation des flux de la population totale d’Escherichia coli, le transfert de souches 
résistantes à au moins un antibiotique est maximale (10
9
 E. coli résistantes par seconde) lors 
des périodes hivernales (novembre à février) du à (i) la fréquence élevée des ruissellements et 
(ii) à la pression humaine exercée par la structure scolaire sans assainissement collectif. Lors 
du pâturage des bovins (mars à octobre), les apports d’E. coli antibio-résistantes sont compris 
entre 10
2
 et 10
6
 UFC par seconde. 
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Figure 33: Flux d'E. coli à l'exutoire du bassin versant de la Tourville selon les données de débits du 
modèle GR4J. Les flêches noires désignent les périodes échantillonnées. 
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Figure 34: Flux d'E. coli résistantes à au moins un antibiotique à l'exutoire du bassin versant de la 
Tourville. Les flêches noires désignent les périodes échantillonnées. 
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3. Conclusions et perspectives 
 Dans ce troisième chapitre de thèse, nous avons montré que (i) le modèle conceptuel 
GR simulé de façon correcte les débits du bassin versant de la Risle au pas de temps 
journalier (GR4J) et mensuel (GR2M) et (ii) les premiers essais de modélisation de bilans 
quantitatifs en E. coli étaient majoritairement dépendants des périodes de ruissellements 
fréquents (hiver, orage). 
En perspective de ces travaux, une courbe de tarage
17
 devra être réalisée afin de 
déterminer les débits du bassin versant de la Tourville et d’estimer si la comparaison 
morphologique des bassins versants est une méthode suffisamment robuste pour pouvoir 
extrapoler des débits à d’autres bassins versants. Ce dernier point constitue actuellement l’un 
des aspects cruciaux dans les recherches en cours en sciences hydrologiques, à savoir la 
problématique d’estimation des débits dans les bassins versants non jaugés. Des campagnes 
de prélèvements devront être réalisées pour enrichir le nombre d’échantillons et l’influence de 
différentes conditions hydrologiques (période sèche, orage) afin de valider ces premiers essais 
de modélisation. En complément, une approche multi-critères de cartographique a également 
été initiée afin de déterminer l’importance de l’occupation des sols sur la vulnérabilité des 
eaux en bactéries fécales à l’échelle d’un bassin versant (Annexe). Cette approche s’est 
inspirée de celle utilisée par le Bureau de Recherches Géologiques et Minières (BRGM) pour 
la vulnérabilité karstique (méthode paprika). La simulation des apports en contaminants 
chimiques (antibiotiques) par ce modèle conceptuel serait possible pour les résidus les plus 
persistants dans les environnements aquatiques (quinolones, macrolides, sulfamides). 
Toutefois, l’adsorption aux particules des contaminants chimiques (antibiotique) et 
microbiologiques (E. coli), processus majeur dans le devenir de ces contaminants mériterait 
d’être pris en considération.  
                                                 
17
 Courbe permettant de mettre en relation la hauteur d’eau avec une valeur de débit 
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
 
 Les travaux de thèse réalisés ont montré qu’à l’échelle d’un bassin versant aux usages 
des sols contrastés (pâturage, cultures, zone urbaine avec un centre de soins), les eaux sont 
contaminées en antibiotiques et bactéries antibio-résistantes issus des rejets de STEP et des 
ruissellements et/ou lessivages de sols pâturés. Les quantités d’antibiotiques consommées 
sont 1 000 fois supérieures en médecine humaine comparativement à la médecine vétérinaire. 
La contamination des eaux en résidus d’antibiotiques, est consécutive à leurs usages en 
médecines, et à la persistance des molécules en fonction de leurs propriétés physico-
chimiques. Les quinolones/fluoroquinolones, les macrolides et les sulfamides sont les 
principales familles retrouvées dans les eaux. Toutefois, les concentrations en antibiotiques 
(du µg.L
-1
 au ng.L
-1
) observées dans les eaux sont inférieures à celles responsables de la 
sélection de bactéries antibio-résistantes (mg.L
-1
). En parallèle à cette contamination par des 
résidus d’antibiotiques, des souches d’E. coli et d’Enterococcus antibio-résistantes sont 
isolées des eaux, et leurs phénotypes d’antibio-résistance ne correspondent pas aux molécules 
d’antibiotiques retrouvées dans ces environnements. Dans le centre de soins, le traitement de 
longue durée aux antibiotiques (maison de retraite) favorise l’émergence de souches multi-
résistantes aux antibiotiques. Chez les souches d’E. coli, La présence d’éléments génétiques 
portant plusieurs gènes de résistance aux antibiotiques (e.g intégrons), expliquent que des 
phénotypes de résistance ne correspondent pas aux prescriptions. 
 En perspective à ces travaux, la recherche de gènes de résistance aux antibiotiques par 
détection moléculaire sera réalisée sur des sédiments prélevés dans des vasières situées le 
long du continuum STEP – Risle – Embouchure de Seine. Cette étude permettra de 
déterminer l’impact des apports de la Risle, sur l’enrichissement du « résistome » 
environnemental. Le devenir des antibiotiques les plus persistants (macrolides, 
quinolones/fluoroquinolones, sulfamides) sera également déterminé au niveau de ces zones de 
dépôts, et dans les organismes filtreurs (moules). 
Dans cette étude, nous montrons que la structure des populations d’E. coli et 
d’Enterococcus évolue le long des deux continuums du bassin versant, suggérant une perte de 
cultivabilité préférentielle de souches hospitalières, notamment E. faecium CC17 et E. coli 
portant des intégrons, au profit de souches environnementales. Chez Enterococcus, ces 
souches environnementales sont parfois résistantes aux antibiotiques mais les supports 
génétiques sont différents. Ces résultats sont en accord avec des études réalisées au
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laboratoire (Thèse M. Ratajczak), et devront être approfondis sur la population 
d’Enterococcus isolés des eaux et du sédiment, à l’échelle des deux continuums. 
Dans ces travaux, nous démontrons que des souches d’E. coli productrices de shiga 
toxine (STEC) sont isolées à proximité d’une exploitation bovine (porteurs sains), alors que la 
qualité microbiologique des eaux est qualifiée de « bonne » selon les densités des deux 
indicateurs retenus par la directive 2006/7/CE. La présence de ces souches indique que 
l’usage des sols et notamment la proximité des exploitations bovines seraient de meilleurs 
indicateurs pour l’évaluation du risque microbiologique dans les eaux. 
 Des premiers essais de modélisation, à l’aide du modèle GR, ont montré que les flux 
d’E. coli à l’exutoire du bassin versant étaient maximaux lors des périodes de ruissellements 
intenses (hiver, orage). Ces essais devront être poursuivis par un échantillonnage réalisé lors 
d’autres conditions hydrologiques (période sèche, orage) avec une gamme de débits, 
représentative du fonctionnement hydrologique du bassin versant. L’échantillonnage des eaux 
au cours de différentes périodes permettra de déterminer la part du bruit de fond et de 
l’évènementiel dans la contamination microbiologique des eaux. D’autres modèles 
mathématiques, notamment le modèle Sénèque, n’intègrent pas ces évènements car le pas de 
temps utilisé est décadaire. Il est donc difficile de déterminer la part de l’évènementiel (de 
quelques heures à deux jours) sur une valeur moyennée de 10 jours. L’approche retenue dans 
ces travaux a permis de quantifier des flux d’E. coli au pas de temps journalier et en 
conditions de ruissellement au voisinage immédiat des cours d’eau. Dans l’avenir, il sera donc 
nécessaire de poursuivre en intégrant des campagnes de prélèvements, après un évènement 
orageux afin d’intégrer les apports d’E. coli consécutif à des évènements intenses. 
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MATERIEL ET METHODES 
 
1. Sites d’étude et stratégie d’échantillonnage 
1.1. Description du bassin versant de la Tourville : un site atelier 
 Le bassin versant de la Tourville a une superficie de 52 Km
2
 et représente une sous 
unité du bassin versant hydrologique de la Risle (2320 Km
2). Il est localisé à l’ouest du bassin 
parisien et dominé par un climat océanique. Ses contextes géologiques et géomorphologiques 
sont similaires à ceux retrouvés à l’échelle du bassin de la Risle avec un massif crayeux 
karstifié recouvert d’altérites à silex. Les cours d’eau qui le compose sont deux ruisseaux 
d’ordre 1 (Sébec, Selles) et une rivière d’ordre 3 : la Tourville qui est le dernier affluent de la 
partie aval de la Risle (Ordre 4). L’usage des sols très contrasté est représentatif à celui 
observé sur le bassin versant de la Risle. Ce site atelier a été équipé, en collaboration avec des 
hydrologues (UMR M2C), pendant 3 ans de sondes multi paramètres (Troll 9500, In-situ Inc) 
permettant la mesure à haute fréquence (pas de temps de 15 min) de paramètres physico-
chimiques tels que la turbidité, la conductivité électrique, la hauteur d’eau, la température. Les 
données ont été relevées tous les mois mais malgré cela, des problèmes techniques (batteries 
hors-services, température extérieure inférieure à -10°C empêchant de décharger les données, 
fuite du joint d’étanchéité, capteur de turbidité hors-service) ne nous ont pas toujours permis 
d’obtenir les données.  En parallèle de ces mesures, la contamination en antibiotiques et en 
bactéries fécales dont celles résistantes aux antibiotiques a été étudiée le long de deux 
continuums localisés sur ce bassin versant. Ces continuums ont été équipés d’échantillonneurs 
automatiques (ISCO
®
) contenant des flacons en polyéthylène pour les eaux destinées aux 
analyses microbiologiques (UMR M2C) et des flacons en verre pour la recherche de résidus 
médicamenteux (UMR EPOC). 
   
1.2. Le continuum hospitalier 
 Le continuum hospitalier est composé d’un centre de soin, d’une station d’épuration et 
de son rejet dans la rivière (Figure 17). Le centre de soin est constitué d’un hôpital (87 lits) et 
d’une maison de retraite (180  lits) où les temps de séjour des patients sont respectivement de 
4 à 28 jours et en moyenne 10 ans. La consommation en antibiotiques et la fréquence des 
traitements a été déterminée en collaboration avec les pharmaciens du centre hospitalier et de 
la ville. Les eaux usées du centre de soin et des habitations sont collectées par un réseau 
unitaire jusqu’à l’unique station d’épuration de la zone d’étude. Pour le traitement des eaux 
usées, la station d’épuration utilise un traitement primaire avec le dégrillage/désablage,
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l’aération séquencée et un clarificateur primaire, et un traitement secondaire avec un système 
de boues activées et un clarificateur secondaire. Les eaux traitées sont alors rejetées dans la 
Risle avec un débit journalier de 2500 m
3
/j en période sèche et de 4300 m
3
/j en période 
pluvieuse. 
1.3. Le continuum agricole 
 Le continuum agricole comprend tout le bassin versant de la Tourville jusqu’à son 
exutoire dans la Risle (Figure 19). L’amont de ce continuum est principalement composé  de 
pâturages (47,8% de la surface totale), de terres arables (38,0% de la surface totale) et de 
végétation (11,0% de la surface totale) alors que l’aval est représenté par une zone urbaine 
(3,2% de la surface totale) où est localisé le continuum hospitalier. Le premier site 
échantillonné le long de ce continuum est situé dans le ruisseau du Sébec (n°1) au niveau 
d’une zone forestière et à 4 Km en aval d’une ferme d’élevage n°1 (200 bovins) où  la 
consommation en antibiotiques du cheptel n’est pas connue. Le deuxième site se trouve dans 
le ruisseau de Selles à proximité d’une ferme d’élevage pilote n°2 (450 ± 10 bovins) où les 
consommations en antibiotiques sont connues et utilisés avec une démarche d’usages 
raisonnés pour l’environnement. Le troisième site correspond à la Tourville, rivière qui 
collecte toutes les eaux provenant de l’amont, du Sébec et de la Selles. A 1 Km à l’amont du 
point de prélèvement se situe un lycée agricole dont les fosses septiques collectant les eaux 
usées de 500 personnes présentes toute l’année datent de l’époque de la construction du 
château et sont très probablement défectueuses (1936). Enfin, le site d’échantillonnage 
localisé dans la Risle, au niveau de l’exutoire de la Tourville, est au milieu de la zone urbaine 
de 9058 habitants. Les eaux de la Tourville se mélangent ainsi avec celles de la Risle 
provenant de l’amont où l’usage des sols est plus urbanisé. Le long de ce continuum, 
l’efficacité de traitement des eaux usées s’améliore de l’amont avec l’utilisation de fosses 
septiques (quelques dizaines d’habitations) vers l’aval où les eaux de la zone urbaine sont 
collectées par une STEP. Toutefois, la station d’épuration (continuum hospitalier) n’impacte 
pas le site de prélèvement Risle situé 1 Km à l’amont. Enfin, des rejets directs ont pu être mis 
en évidence pour les habitations du centre ville de la zone urbaine. 
 
1.4. Stratégie d’échantillonnage 
 Le long du continuum hospitalier, les échantillons d’eau ont été prélevés lors (i) d’une 
période de faible épidémiologie (juin 2009) relative à une faible consommation 
d’antibiotiques et (ii) d’une période de forte épidémiologie (décembre 2009) liée à une 
consommation maximale d’antibiotiques. En juin 2009, les échantillons d’eaux usées de
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l’hôpital et de la maison de retraite ont été prélevés ponctuellement alors que les effluents 
bruts et traités de station d’épuration sont moyennés sur 24h à l’aide d’un collecteur 
automatique ISCO qui prélève 1L par heure. En décembre 2009, tous les prélèvements ont été 
moyennés sur 24h.  
 Les eaux du continuum agricole ont été collectées via des collecteurs automatiques 
ISCO pendant 24h puis moyennées. Ces prélèvements ont eu lieu lors de deux périodes 
contrastées par leur intensité d’usage des sols. Une première campagne (novembre 2009) s’est 
déroulée lorsque les bovins, omniprésents à l’amont du bassin versant, étaient en stabulation. 
Une deuxième campagne (juin 2010) a eu lieu lorsque les bovins pâturaient sur les parcelles. 
A ces usages contrastés s’ajoute également un gradient d’anthropisation de l’amont (pâturage, 
terres cultivées) vers l’aval (zone urbaine) du bassin versant. 
 Pour toutes les campagnes, chaque prélèvement est stocké à 6 ± 2°C et analysé dans 
les 8h à 10h après le prélèvement pour la microbiologie et filtré puis stocké à -20°C pour la 
détection et quantification des antibiotiques. 
 
2. Milieux de culture 
 Milieu LB (Lysogenic Broth) : 10 g.L-1 de bacto-tryptone (DIFCO Laboratories, 
USA) ; 5 g.L
-1
 d’extrait de levure (DIFCO Laboratories, USA) ; 5 g.L-1 de NaCl ; 
pH 7 (Lennox, 1955). Le milieu gélosé correspondant est additionné de 14 g.L
-1
 
d’agar technique en poudre (AES Laboratoires, France). 
 Rapid’E. coli : 10 g.L-1 de peptones ; 5 g.L-1 de NaCl ; 3 g.L-1 d’extrait de levure ; 
6 g.L
-1
 de substrats sélectifs chromogéniques de la β-D-glucuronidase et de la β-D-
galactosidase ; 13 g.L
-1
 d’agar ; pH 7,2 (Biorad, USA). 
 Rapid’Enterococcus : 27 g.L-1 de mélange peptidique ; 5 g.L-1 d’extrait de 
levure ; 5 g.L
-1
 de chlorure de sodium ; 0,15 g.L
-1
 de mélange sélectif ; 90 mg.L
-1
 
de substrats sélectifs chromogéniques de la β-D-Glucosidase ; 9 g.L-1 d’agar ; pH 
7,7 (Biorad, USA). 
 Slanetz : 20 g.L-1 de peptone ; 5 g.L-1 d’extrait de levure ; 2 g.L-1 de glucose ; 4 
g.L
-1
 de phosphate dipotassique ; 0,4 g.L
-1
 d’azide de sodium ; 0,1 g.L-1 de 
Triphenyl Tetrazolium Chloride (T.T.C) ; 10 g.L
-1
 d’agar ; pH 7,2 (AES 
Laboratoires, France) 
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 Mueller-Hinton : 2 g.L-1 d’infusion de viande de bœuf ; 17,5 g.L-1 d’hydrolysat 
acide de caséine ; 1,5 g.L
-1
 d’amidon ; 17 g.L-1 d’agar ; pH 7,3 (AES Laboratoires, 
France). 
 
3. Analyses microbiologiques des échantillons 
3.1. Dénombrements d’Escherichia coli et d’Enterococcus spp. 
 E. coli et Enterococcus spp. ont été respectivement dénombrées selon les normes ISO 
9308-1 et 7899-1 (AFNOR). Après la filtration des volumes et des dilutions appropriées sur 
une membrane 0,45 µm HA047 (Millipore, France), E. coli et Enterococcus spp ont été 
dénombrées respectivement sur les milieux Rapid’E. coli additionnés du supplément eau 
REC2 et Rapid’Enterococcus (Biorad, USA). Les milieux sont ensuite incubés 24h à 37°C18 
pour E. coli et 48h à 44°C pour Enterococcus spp.  
 
3.2. Isolement de souches bactériennes 
3.2.1. Escherichia coli 
 L’isolement et le stockage des souches d’E. coli ont été effectués à partir des milieux 
de dénombrement, où les colonies violettes caractéristiques (β-D-glucuronidase positives) ont 
été prélevées, puis isolées sur le milieu Rapid’E. coli (Biorad, USA) (24h à 44°C). A partir 
d’une colonie caractéristique bien isolée, une amplification de la biomasse a ensuite été 
réalisée sur milieu LB (24h à 37°C) afin de réaliser son stockage. 
 
3.2.2. Enterococcus spp. 
 De façon analogue à E. coli, les colonies caractéristiques bleues d’Enterococcus spp. 
ont été prélevées, puis isolées sur le milieu Slanetz (AES Laboratoires, France) (24h - 48h à 
44°C). A partir d’une colonie caractéristique bien isolée, une amplification de biomasse a été 
ensuite réalisée sur milieu LB (24h à 37°C) afin de réaliser son stockage. 
 
3.2.3. Stockage 
 Toutes les souches d’E. coli et d’Enterococcus spp. isolées lors de ces travaux de thèse 
ont été stockées grâce au système Cryo-billes (AES Laboratoires, France) pour E. coli et dans 
du glycérol 80% pour Enterococcus spp. Ainsi, suite à ces travaux, 1520 souches d’E. coli et
                                                 
18
 Dans le cadre de cette étude, la température utilisée pour la culture et l’isolement était de 44°C afin d’éviter la 
propagation de flores envahissantes 
  
Tableau 37: Antibiotiques recommandés par la CA-SFM (2010) pour la détermination des phénotypes de 
résistance 
Antibiotique Escherichia coli Enterococcus spp. 
Amoxicilline 25µg - 
Amoxicilline + acide clavulanique 20/10µg - 
Ticarcilline 25µg - 
Ticarcilline + acide clavulanique 20/10µg - 
Ampicilline - 10µg 
Céfalotine 30µg - 
Céfotaxime 30µg - 
Céftazidime 30µg - 
Kanamycine 30µg 1000µg 
Gentamicine 15µg 500µg 
Streptomycine 15µg 500µg 
Rifampicine - 500µg 
Chloramphenicol 30µg 30µg 
Acide nalidixique 30µg - 
Ciprofloxacine 30µg 5µg 
Sulfaméthoxazole + triméthoprime 23,75/1,25µg - 
Tétracycline 30µg 20UI 
Erythromycine - 15UI 
Lincomycine - 15µg 
Linezolide - 30µg 
Vancomycine - 30µg 
- : antibiotique non testé pour le genre ou l’espèce ; UI : Unité International 
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401 souches d’Enterococcus spp sont actuellement conservées à -80°C dans plusieurs 
laboratoires impliqués dans le programme FLASH (UMR 6143 M2C, EA 2128 et INSERM 
U722). 
 
4. Détermination de la résistance bactérienne aux antibiotiques 
 La résistance aux antibiotiques des souches d’E. coli et d’Enterococcus spp a été 
déterminée par la méthode de diffusion sur gélose, conformément aux recommandations du 
comité de l’antibiogramme de la Société Française de Microbiologie (SFM). Les souches sont 
alors classées selon trois phénotypes : 
- résistant (R), la souche possède un mécanisme de résistance à l’antibiotique 
- intermédiaire (I), la souche peut posséder un mécanisme de résistance mais de 
moindre efficacité ou résulter de l’incertitude technique. 
- sensible (S), la souche ne possède pas de mécanisme de résistance à l’antibiotique 
Dans ces travaux, les souches E. coli CIP 7624 et E. faecalis CIP103214 (ATCC29212) ont 
été utilisées comme contrôle. Les profils de résistance des souches d’Enterococcus spp ont été 
déterminés par l’équipe de Roland Leclercq (EA 4655). 
 
5. Extraction des acides nucléiques 
5.1. Souches pures 
 Les acides nucléiques ont été extraits à partir de culture de souches pures en fin de 
phase exponentielle de croissance par lyse thermique à 95°C pendant 15 minutes. 2 à 3 
colonies sont ensuite inoculées dans 200 µL d’eau milliQ stérile avant la lyse. Les 
suspensions contenant les acides nucléiques sont ensuite conservées à -20°C. 
 
5.2. A partir d’échantillons environnementaux 
 Les acides nucléiques d’échantillons d’eau ont été extraits à partir de filtres 0,45 µm à 
l’aide d’une lyse chimique et mécanique selon le protocole du kit d’extraction Fast DNA Bio 
101. Les acides nucléiques sont élués dans de l’eau milliQ stérile (DNAse/RNAse free) et 
sont alors conservés à -20°C. 
  
Tableau 38 : Amorces oligonucléotidiques utilisées 
Gène ou région 
codée 
Amorce Séquence 
Taille 
amplicon 
Référence 
intI1 
intI1.F 5’-CCTCCCGCACGATGATC-3’ 
280 pb Bass et al. 99 
intI1.R 5’-TCCACGCATCGTCAGGC-3’ 
intI2 
intI2.F 5’-CACGGATATGCGACAAAAAGGT-3’ 
790 pb Mazel et al. 00 
intI2.R 5’-GTAGCAAACGAGTGACGAAATG-3’ 
chuA 
chuA.1 5’-GACGAACCAACGGTCAGGAT-3’ 
279 pb Clermont et al. 00 
chuA.2 5’-TGCCGCCAGTACCAAAGACA-3’ 
Yja 
YjaA.1 5’-TGAAGTGTCAGGAGACGCTG-3’ 
211 pb Clermont et al. 00 
YjaA.2 5’-ATGGAGAATGCGTTCCTCAAC-3’ 
TspE4C2 
TspE4C2.1 5’-GAGTAATGTCGGGGCATTCA-3’ 
152 pb Clermont et al. 00 
TspE4C2.2 5’-CGCGCCAACAAAGTATTACG-3’ 
stx1 
SLT6 5’-ACCCTGTAACGAAGTTTGCG-3’ 
140 pb Clermont et al. 11 
SLT7 5’-ATCTCATGCGACTACTTGAC-3’ 
estA 
AL65 5’-TTAATAGCACCCGGTACAAGCAGG-3’ 
169 pb Clermont et al. 11 
estA.r 5’-CTTTCGCTCAGGATGCTAAACCAG-3’ 
eae 
eae.f 5’-GAACGGCAGAGGTTAATCTG-3’ 
203 pb Clermont et al. 11 
eae.r 5’-CAATGAAGACGTTATAGCCC-3’ 
aaiC 
aaiC.f 5’-ATTGTCCTCAGGCATTTCAC-3’ 
215 pb Clermont et al. 11 
aaiC.r 5’-ACGACACCCCTGATAAACAA-3’ 
ipaH 
ipaH.f 5’-TGTATCACAGATATGGCATGC-3’ 
241 pb Clermont et al. 11 
ipaH.r 5’- TCCGGAGATTGTTCCATGTG-3’ 
bfpA 
bfpA.f 5’-GGAAGTCAAATTCATGGGGA-3’ 
300 pb Clermont et al. 11 
bfpA.r 5’-GGAATCAGACGCAGACTGGT-3’ 
eltB 
LTB.f 5’-CACACGGAGCTCCTCAGTC-3’ 
508 pb Clermont et al. 11 
LTB.r 5’-CCCCCAGCCTAGCTTAGTTT-3’ 
stx 2 
SLT12 5’-ATCCTATTCCCGGGAGTTTACG-3’ 
584 pb Clermont et al. 11 
SLT13 5’-GCGTCATCGTATACACAGGAGC-3’ 
aatA 
CVD432.f 5’-CTGGCGAAAGACTGTATCAT-3’ 
630 pb Clermont et al. 11 
CVD432.r 5’-CAATGTATAGAAATCCGCTGTT-3’ 
afaD 
afaD.f 5’-GAAAGCGGTAAGCTGAAGGC-3’ 
670 pb Clermont et al. 11 
afaD.r 5’-CCGGTGAAATAAATACTCTC-3’ 
mefE 
MEF1 5’-AGTATCATTAATCACTAGTGC-3’ 
348 pb Angot et al., 00 
MEF2 5’-TTCTTCTGGTACTAAAAGTGG-3’ 
ermB 
AM1 5’-GAAAAGGTACTCAACCAAATA-3’ 
639 pb Angot et al., 00 
AM2 5’-AGTAACGGTACTTAAATTGTTTAC-3’ 
tetM 
TetM-FW 5’-ACAGAAAGCTTATTATATAAC-3’ 
171 pb Aminov et al., 01 
TetM-RV 5’-TGGCGTGTCTATGATGTTCAC-3’ 
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6. Amplification génique de séquences d’ADN par PCR (réaction de polymérisation 
en chaîne) 
6.1. PCR 
 La réaction de polymérisation en chaîne permet l’amplification d’une séquence précise 
d’ADN dont les extrémités s’hybrident spécifiquement avec deux oligonucléotides de 
synthèse d’une vingtaine de paires de bases, appelées amorces [Saïki et al., 1988]. A la suite 
d’une dénaturation initiale de 5 à 15 minutes à 94°C, l’amplification est réalisée lors de la 
succession de plusieurs cycles (25 à 45 cycles) avec les réactions suivantes : 
- la dénaturation de l’ADN à 94°C 
- l’hybridation des amorces à une température spécifique de la séquence des amorces 
- la polymérisation de l’ADN polymérase thermo-résistante à 72°C. 
Enfin, à la suite de la succession des réactions au cours de cycles, une réaction d’élongation 
finale est réalisée à 72°C pendant 7 minutes. L’ADN polymérase utilisée est la Taq 
polymérase Diamonds (Eurogentec, Belgique). Des thermocycleurs Gene Amp PCR System 
6700 (Perkin Elmer, USA) ont permis d’effectuer ces PCR. 
 Les couples d’amorces, les programmes et les conditions d’amplifications utilisées 
pour ces travaux de thèses sont présentés dans les tableaux 38, 39, 40. La détection des 
facteurs de virulence des souches d’E. coli et de leurs sérotypes a été réalisée par l’équipe 
d’Erick Denamur (INSERM U 722) selon la méthode de Clermont et al., 2007 et 2011. 
L’identification des espèces d’Enterococcus par amplification du gène ddl (code pour une 
ligase) ou un fragment d’ADN interne au gène sodA, la détection des gènes de résistance 
ermB (codant une méthylase) et mef (codant une pompe à efflux), ainsi que tetM ont été 
effectuées par l’équipe de Roland Leclercq (EA4655). 
 
6.2. Analyse électrophorétique des amplicons 
 L’agarose (de 1 à 3% (p/v)) est dissous dans un tampon TAE 0,5X (20 mM Tris-
acétate ; 0,5 mM EDTA ; pH 8) additionné de BET à 0,1 µg.mL
-1. Avant d’être déposés dans 
les puits, les échantillons sont additionnés de tampon de charge (glycérol 50% (v/v)), bleu de 
bromophénol 0,25% (p/v), xylène cyanol 0,25% (p/v), Na2EDTA 25 mM, Tris-HCl 50 mM, 
pH 7,5). La migration électrophorétique s’effectue dans un tampon de migration (TAE 0,5X) 
sous une tension de 50 ou 100 V.cm
-1
 dans une cuve à électrophorèse Run One 
Electrophoresis Cell (Embi Tec, USA). L’ADN amplifié est ensuite visualisé sous éclairage 
aux UV (λ=312 nm) avec un analyseur d’image (Fisher Biotec, Quantum ST4®) grâce au BET 
qui lui confère une fluorescence spécifique. 
  
Tableau 39: Mélanges réactionnels des PCR effectuées 
Gène ou région ciblée Tampon 10X 
dNTP 
(chaque) 
Amorces 
(chaque) 
Taq ADN 
polyméease 
MgCl2 eau milliQ Supplément 
intI1 1X 200 µM 0,20 µM 0,01 U.µL
-1
 2 mM q.s.p 50 µL 0,25 mg.L
-1
 BSA 
intI2 1X 200 µM 0,20 µM 0,01 U.µL
-1
 1,5 mM q.s.p 25 µL - 
chuA  1X                                                               200 µM 1 µM 0,125 U.µL
-1
 1,5 mM q.s.p 20 µL - 
yja  1X                                                               200 µM 1 µM 0,125 U.µL
-1
 1,5 mM q.s.p 20 µL - 
TspE4C2  1X                                                               200 µM 1 µM 0,125 U.µL
-1
 1,5 mM q.s.p 20 µL - 
ermB 1X 200 µM 0,25 µM 0,02 U.µL
-1
 2 mM q.s.p 50µL - 
mefA 1X 200 µM 0,25 µM 0,05 U.µL
-1
 4 mM q.s.p 50µL - 
tetM 1X 100 µM 25 pM 0,05 U.µL
-1
 1,5 mM q.s.p 20µL - 
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7. Détection et quantification des résidus médicamenteux dans les échantillons 
d’eau 
 La détection et la quantification des résidus médicamenteux ont été réalisées par 
l’UMR 5805 EPOC de l’université de Bordeaux (H. Budzinski, M.J Capdeville). Les 
échantillons d’eau ont été concentrés par extraction en phase solide (SPE) puis analysés par 
chromatographie en phase liquide couplée à un spectromètre de masse en tandem (LC-
MS/MS). La mise au point de cette méthodologie a permis la détection et la quantification de 
faibles quantités de 78 résidus médicamenteux dans les environnements aquatiques (Thèse 
M.J Capdeville). A partir de données bibliographiques, cinq classes de résidus 
pharmaceutiques ont été choisies incluant les antibiotiques (7 pénicillines, 5 céphalosporines, 
7 macrolides, 2 lincosamides, 5 fluoroquinolones, 3 quinolones, 4 tétracyclines, 9 sulfamides, 
2 phénicols, 2 polypeptides, 1 imidazole, 2 ionophores et 3 autres), les β-bloquants (atenolol, 
bisoprolol, metoprolol, propanolol, sotalol, timolol), les anti-cancéreux (daunorubicine, 
doxorubicine, epirubicine, cyclophosphamide, ifosfamide, 5-fluorouracil, docetaxel, 
gemcitabine, methotrexate, tamoxifen), les inhibiteurs de phosphoestérase de type 5 
(sildenafil) et les anti-viraux (abacavir, lamivudine, stavudine, zidovudine, nevirapine, 
indinavir, nelfinavir, ritonavir et saquinavir). Parmi ces 78 résidus, seuls les antibiotiques ont 
été utilisés pour l’étude de la relation entre consommation et résistance bactérienne aux 
antibiotiques. 
 
8. Mesures de paramètres hydrologiques 
 La turbidité, la conductivité électrique, la température, le niveau d’eau et la pression 
ont été mesurés toutes les 15 minutes à l’aide d’une sonde multi-paramètres Troll® 9500 in 
situ water quality instrument (In-Situ Inc, CO, USA) pendant 3 ans. Ces trois sondes étaient 
localisées le long du continuum agricole au niveau des sites de la Selles, de la Tourville et de 
la Risle. En parallèle, la pluviométrie a été mesurée avec un système ISCO 674 Rain Gauge 
(Teledyne ISCO Inc, Lincoln, USA) au niveau de l’exploitation agricole située à proximité du 
ruisseau de Selles. 
 
9. Tests statistiques 
Les différentes analyses statistiques ont été réalisées à l’aide des logiciels XLSTATS 
version 6.0 (addinsoft) ou GraphPad (Graphpad, San Diego, CA). 
  
Tableau 40: Programmes des cycles d'amplification par PCR 
Gène ou 
région 
ciblée 
Dénaturation 
initiale 
à 94°C 
Dénaturation 
à 
94°C 
Hybridation 
des 
amorces 
Elongation 
Extension 
finale 
Nombre 
de 
cycles 
intI1 10 min 1 min 
1 min à 
55°C 
1 min 72°C 
7 min à 
72°C 
30 
intI2 5 min 30 sec 
30 sec à 
64°C 
1 min à 
72°C 
7 min à 
72°C 
30 
chuA 4 min 30 sec 
10 sec à 
59°C 
- 
7 min à 
72°C 
30 
yja 4 min 30 sec 
10 sec à 
59°C 
- 
7 min à 
72°C 
30 
TspE4C2 4 min 30 sec 
10 sec à 
59°C 
- 
7 min à 
72°C 
30 
ermB 5 min 30 sec 
45 sec à 
47°C  
1 min à 
72°C 
10 min à 
72°C 
35 
mefA 5 min 30 sec 
45 sec à 
47°C  
1 min à 
72°C 
10 min à 
72°C 
35 
tetM 5 min 30 sec 
30 sec à 
55°C 
30 sec à 
72°C 
7 min à 
72°C 
25 
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Annexe 1: Cartographie de la vulnérabilité des eaux à l’échelle du bassin versant de la Risle
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Annexe 2 : Structures molécules antibiotiques détectables par la techniques LC MS/MS   
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Les macrolides et lincosamides 
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Les sulfonamides  
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Les autres antibiotiques  
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